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RESUMEN 
El cultivo de papa es uno de los renglones agrícolas de mayor importancia en Colombia; se 
extiende a 128.701 ha y genera una producción anual de 2.3 millones de ton año
-1
. Desde el 
punto vista fitosanitario, la papa se ve afectada por diversos problemas, destacándose en los 
últimos años la reemergencia de la Sarna polvosa causada por el protozoario del suelo 
Spongospora subterranea f.sp. subterranea (Sss). El efecto de esta enfermedad se refleja en 
el deterioro de la calidad del tubérculo y en la reducción de la producción, al afectar el 
sistema radicular de las plantas. Además, Sss es el vector natural del Potato mop-top virus 
(PMTV), uno de los virus prevalentes en la región Andina y que presenta carácter 
cuarenteneario en diferentes países del mundo. En este trabajo se evaluaron los niveles de 
variabilidad genética de aislamientos Sss y PMTV obtenidos en cultivos de papa de los 
departamentos de Antioquia, Boyacá, Cundinamarca y Nariño. En el caso de Sss se 
estudiaron los niveles de variación de 127 aislamientos, a partir de la secuenciaciación de 
las regiones ITS del ADN ribosomal (ADNr), encontrándose la presencia de tres variantes 
principales, dos de las cuales (Tipos I y II) han sido reportadas en otros países del mundo, 
mientras que el Tipo III hasta ahora solo se ha encontrado en Colombia. Con base en esta 
información se diseñó una prueba de PCR-RFLPs que permite identificar los ribotipos del 
patógeno responsables de la Sarna polvosa en una región determinada. Para PMTV se 
evaluaron los niveles de identidad de 38 aislamientos de los cuatro departamentos bajo 
estudio, a partir de la secuenciación de los genes de la cápside viral (CP) y del segundo gen 
del triple bloque de genes (TGB2), encontrándose la presencia de dos variantes del virus, 
una que representa el genotipo mundialmente reportado para este virus y la otra, que hasta 
ahora sólo se ha encontrado en Colombia y que dado el bajo nivel de identidad (76%) con 
respecto al primer grupo, posiblemente representa una nueva especie de pomovirus. 
Finalmente, dos de las cepas de PMTV de Antioquia y Boyacá fueron secuenciadas para 
sus ARN 2 y 3, lográndose un 83% del segmento genómico de ARN 2 y 87% para el ARN 
3 y encontrándose que comparten niveles de identidad superiores al 97% con respecto a 
otros aislamientos previamente caracterizados en el Norte de Europa. Se espera que los 
resultados de esta investigación sean utilizados para el diseño de herramientas de 
 xii 
 
diagnóstico que apoyen los esquemas de certificación de tubérculo semilla y los programas 
de mejoramiento genético de papa que se adelantan en Colombia. 
Palabras clave: ADNr, ITS, PCR, Sarna polvosa, Solanum tuberosum, Potato mop-top 
virus, secuenciación. 
 
GENETIC VARIABILITY OF Spongospora subterranea f. sp. subterranea AND ITS 
ASSOCIATED PMTV VIRUS  IN COLOMBIA  
 
ABSTRACT 
 
Powdery scab (Spongospora subterranea f.sp. subterranea – Sss) is one of the most 
important re-emerging diseases of potato crops in Colombia. Sss can cause severe root 
damage and compromise the quality of tubers. Moreover, Sss zoospores can also serve as 
vector of Potato mop-top virus (PMTV, Pomovirus). Sss can survive in the soil for decades 
due to the formation of resistance structures or cystosori. For this reason, the disease can 
only be efficiently controlled by using resistant potato varieties and certified seed tubers. In 
this work, the level of variation of 127 Sss isolates from the Colombian provinces of 
Antioquia, Boyacá, Cundinamarca and Nariño was evaluated. This information is of great 
value for genetic improvement programs of potato and can also be used in the design of 
asymptomatic detection tests. Phylogenetic analysis of ITS rDNA sequences revealed the 
existence of three Sss variants. Types I and II have been reported in other countries while 
type III has only been found in Colombia. This information was used to design a PCR-
RLFP test to discriminate different powdery scab ribotypes.  
The other hand,  Sss is a vector for Potato mop-top virus (PMTV), a prevalent virus in the 
Andean region and quarentenary in several countries. However little is known about its 
biology, pathogenicity and diversity. In order to fill these gaps in knowledge, genes 
 xiii 
 
encoding for the viral coat protein (CP) and the triple gene block (TGB2) were sequenced 
from PMTV isolates obtained in the top four potato-producing provinces in Colombia. 
Additionaly, RNA2 and RNA3 from two isolates were almost sequenced to completion 
(>83%). Phylogenetic analysis based on the CP sequence revealed the presences of two 
clades. The first clade included reference strains from all over the world and 19 Colombian 
PMTV isolates. The second clade shared less than 76% identity with clade 1, suggesting a 
new pomovirus species. Complete genome sequencing is required to confirm this 
hypothesis. Phylogenetic analysis using the TGB2 gene grouped all sequences in a single 
clade. Sequence analysis of segments 2 and 3 of the viral genomes revealed >94% sequence 
identity with PMTV isolates from Czech Republic and Sweden. These findings will be 
helpful in the development of diagnostic tools for PMTV in the Andes and will support 
tuber-seed certification and genetic improvement programs. 
 
Key words: rDNA, ITS, PCR, Powdery scab, Solanum tuberosum Potato mop-top virus, 
RT-PCR, Sequencing. 
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1. INTRODUCCIÓN 
En Colombia el cultivo de la papa ocupa cerca de 128.701 ha distribuidas en 14 
departamentos, de los cuales Antioquia, Boyacá, Cundinamarca y Nariño son responsables 
del 80% de la producción, que asciende a cerca de 2.3 millones de ton año
-1
 y de la cual 
dependen más de 69.000 familias del sector rural del país. La cadena de la papa en 
Colombia enfrenta un gran número de desafíos endógenos y exógenos que disminuyen su 
competitividad respecto a los demás países del mundo y en especial con relación a los otros 
miembros de la Comunidad Andina de Naciones. Entre otros factores, los más limitantes 
son aquellos relacionados con la carencia de tecnología en los sistemas de producción y de 
post-cosecha, la alta dependencia de insumos agrícolas y el bajo nivel de acople entre el 
sector primario y el de procesamiento industrial (MADR, 2006). Desde el punto vista 
fitosanitario, el cultivo de la papa se ve afectado por diversos fitopatógenos e insectos 
plagas, destacándose en los últimos años la reemergencia de la enfermedad denominada 
Sarna polvosa de la papa causada por el protozoario Spongospora subterranea f.sp. 
subterranea (Sss). Su efecto no solo se debe a la reducción en la producción, sino también 
al deterioro en la calidad y apariencia cosmética de los tubérculos, que afecta drásticamente 
su valor en el mercado. Además, Sss es el vector natural del Potato mop-top virus (PMTV), 
uno de los problemas virales prevalentes en la región Andina y que presenta carácter 
cuarentenario para diferentes países del mundo (Santala et al. 2010). 
En Colombia, la Sarna polvosa de la papa se ha reportando causando pérdidas de hasta el 
50% de las cosechas en las variedades Parda Pastusa, Diacol Capiro (Solanum tuberosum) y 
papa criolla (S. phureja) (SINAIPA, 2002). Por otra parte, se estima que el PMTV puede 
causar pérdidas hasta del 25% en este cultivo, lo cual adicionado al daño causado por Sss, 
pudiera generar disminuciones de 50-80% en la producción (Jones y Harrison, 1972; 
Guerrero, 1997, 2000). Aunque se cree que este virus tiene como centro de origen los 
Andes suramericanos, no se ha establecido con certeza su efecto sobre el rendimiento de las 
variedades allí cultivadas, ni determinado claramente los síntomas que causa en sus 
hospedantes (Salazar, 1995). De esta forma, no es frecuente encontrar la sintomatología 
asociada a este virus reportada para la región templada, que incluye amarillamiento foliar, 
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anillos necróticos y cuarteamiento o agrietamiento de tubérculos y moteados foliares tipo 
“Aucuba” (Salazar 1995; Xu et al. 2004). 
Adicionalmente a esta problemática, la diseminación de Sss se viene incrementando 
dramáticamente en el país, como resultado de la deficiente calidad de la semilla utilizada 
por la mayoría de los agricultores, la ausencia de variedades tolerantes a dicho patógeno y 
la carencia/deficiencia de asistencia técnica estatal o gremial, que no cuenta con 
herramientas apropiadas para el diagnóstico asintomático y para la certificación de semilla 
libre de Sss y PMTV (Gil et al. 2011). 
El control de la sarna polvosa de la papa es difícil de lograr debido a la ausencia de 
variedades comerciales resistentes y de tratamientos químicos o biológicos efectivos; por lo 
tanto, requiere de un manejo fitosanitario especial, al afectar directamente la semilla, 
inhabilitar los suelos dedicados al cultivo, afectar la calidad cosmética del producto fresco y 
ser transmisor del PMTV, lo que genera una barrera cuarentenaria para la apertura de 
nuevos mercados. Por lo anterior, el manejo de la enfermedad debe estar enmarcado bajo 
un esquema de manejo integrado del cultivo (MIC), en el que se incluyan aspectos como 
rotación de cultivos, manejo adecuado del riego y drenaje, sanidad del tubérculo semilla, 
utilización de organismos antagonistas (p.e. Trichoderma spp.), utilización de cultivos 
trampa, desinfestación de herramientas de trabajo y finalmente, una legislación que 
restrinja el movimiento de material contaminado y genere procesos estrictos de 
certificación de semilla. Desafortunadamente en el país, pocas de éstas prácticas son 
utilizadas por los agricultores y por el contrario hay un desconocimiento generalizado del 
manejo de la enfermedad, llegándose incluso a confundir con problemas bacteriales o de 
Rhizoctoniasis. 
El desarrollo de metodologías serológicas y moleculares pueden ser una importante 
herramienta para el monitoreo y detección de estos patógenos en el país. Se destacan para 
Sss, la técnica de ELISA (Ensayo por inmunoabsorción ligado a enzimas) con anticuerpos 
policlonales y monoclonales (Harrison et al. 1993; Walsh et al. 1996), PCR convencional 
usando cebadores específicos (Bulman y Marshall 1998; Bell et al. 1999) y recientemente 
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PCR en tiempo real basado en el uso de sondas TaqMan® (Ward et al. 2004, Qu et al. 
2011). Para el caso de PMTV, también se han utilizado técnicas de detección utilizando 
plantas trampa, ELISA, RT-PCR (Retrotranscripción - Reacción en cadena de la 
polimerasa), qPCR (Reacción en cadena de la polimerasa en tiempo real) y microplatos de 
hibridización y microarreglos (Arif et al. 1994; Nielsen y Mølgaard, 1997; Jeffries, 1998; 
Davey, 2009; Latvala-Kilby et al. 2009; Nakayama et al. 2009). Sin embargo, estas 
técnicas son de aplicación limitada en nuestro medio, al no estar diseñadas o validadas con 
base en los genotipos locales de ambos patógenos presentes en las regiones cultivadoras de 
nuestro país, motivo por el cual es fundamental emprender un estudio amplio de los niveles 
de variabilidad genética de Sss y PMTV en Colombia. 
Este trabajo responde a dicha necesidad. En él se realizaron colecciones de material vegetal 
y suelo de cuatro zonas productoras de papa de los departamentos de Antioquia, Boyacá, 
Cundinamarca y Nariño (Colombia) y se realizaron extracciones de ADN o ARN según el 
caso, para mediante técnicas moleculares, determinar las secuencias de diferentes regiones 
informativas del genoma de cada patógeno. Una vez obtenidas y editadas las secuencias, se 
realizaron análisis filogenéticos para comparar y agrupar aislamientos colombianos con 
respecto a los reportados para Sss y PMTV en el mundo y determinar sus niveles de 
identidad genética. 
Este estudio pretende apoyar el desarrollo de programas de diagnóstico de Sss y PMTV 
tanto en Colombia como en la región Andina. La información generada es importante para 
desarrollar programas de detección asintomática y temprana de ambos patógenos, como una 
herramienta fundamental para implementar una base tecnológica que apoye los esquemas 
cuarentenarios dirigidos a evitar la diseminación de los patógenos hacia zonas libres de la 
enfermedad, la certificación de tubérculo semilla y los programas de mejoramiento genético 
que conduzcan a generar variedades resistentes a este patosistema. 
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2 OBJETIVOS 
            2.1 OBJETIVO GENERAL 
Evaluar los niveles de variación genética de Spongospora subterranea y de su virus asociado 
PMTV en cultivos de papa de los departamentos de Antioquia, Boyacá, Cundinamarca y 
Nariño. 
2.2 OBJETIVOS ESPECÍFICOS 
 Evaluar la variabilidad genética de aislamientos de S. subterranea de cultivos de 
papa de cuatro departamentos de Colombia, a partir de secuenciación de las 
regiones ITS del ADN ribosomal. 
 Evaluar la variabilidad genética de aislamientos de PMTV de cultivos de papa de cuatro 
departamentos de Colombia, a partir de análisis de secuencias de la cápside y TGB2 del 
genoma viral. 
 Definir las afinidades filogenéticas entre las variantes de S. subterranea y PMTV 
detectadas en Colombia con aislamientos de dichos patógenos de diferentes países, 
que presenten secuencias disponibles en las bases de datos moleculares. 
 Ampliar el nivel de información disponible sobre las secuencias de los segmentos 
del genoma de aislamientos de PMTV en Colombia. 
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3. MARCO TEÓRICO 
 
3.1. Generalidades del cultivo de la papa 
La papa es el tubérculo más importante que se produce en el mundo. Se cultiva en más de 
125 países y es consumido diariamente por más de mil millones de personas. En los países 
en desarrollo, es un cultivo de fuerte expansión, con cientos de millones de personas que 
dependen de él para su supervivencia. Los países en desarrollo son los más grandes 
productores (e importadores) de papa y de sus productos derivados (FAO, 2009). China se 
ha convertido recientemente en el primer productor mundial de papa y junto a India, 
responden por la tercera parte de la producción global de este tubérculo. En América Latina 
y África las cosechas presentaron un menor volumen, pero el rendimiento se incrementó 
significativamente. América del Norte fue el mayor productor del continente con un 
rendimiento de más de 40 ton ha
-1
(FAO, 2008). 
América del Sur es la cuna de la papa, pero esta región presenta los niveles más bajos de 
producción, con menos de 16 millones de toneladas para el año 2007. En la región Andina, 
la mayoría de los pequeños campesinos manejan el cultivo de forma tradicional y se 
siembran variedades de papa que son poco comerciales y desconocidas para el resto del 
mundo; sin embargo, en países como Argentina, Brasil, Colombia y México la producción 
comercial de papa está aumentando paulatinamente (FAO, 2008).  
En Colombia, el cultivo de la papa participa con el 7.1% de la superficie sembrada en 
cultivos transitorios y aporta cerca de 7.8% de la producción agrícola, generando alrededor 
de 69.000 empleos directos, principalmente en los departamentos de Cundinamarca, 
Boyacá, Nariño y Antioquia (MADR, 2009a). En el 2009, el área sembrada de papa fue de 
128.701 ha con una producción de 2.272.772 ton y un rendimiento de 18.4 ton ha
-1
 
(MADR-ENA, 2009). La participación departamental en la producción nacional se 
encuentra distribuida de la siguiente manera: Cundinamarca 37.8%, Boyacá 26.3%, Nariño 
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16.4%, Antioquia 6.5%, Santander 5.6% y otros departamentos participan con el 6.4% 
(MADR, 2009b). 
La papa es el producto de origen agrícola que tiene la mayor demanda en Colombia por 
fungicidas e insecticidas y la segunda en demanda de fertilizantes, después del café. Es la 
actividad que más utiliza los servicios de transporte terrestre, con más de 2 millones de 
toneladas al año, sin incluir la movilización de los insumos requeridos para su producción 
(MADR, 2005).  
Los cultivos de papa se encuentran distribuidos en climas fríos con temperaturas de 13ºC y 
alturas de 2000 m.s.n.m hasta alcanzar zonas de páramo con alturas cercanas a los 3500 
m.s.n.m. y temperaturas de 8ºC. Geográficamente, las unidades de producción están 
dispersas principalmente en las regiones frías de la zona Andina, bajo una variada gama de 
condiciones biofísicas, económicas y sociales. En términos generales, alrededor del 75% 
del área cultivada con papa en el país se encuentra en zonas de topografía quebrada y 
ondulada (MADR, 2005). 
Según Villareal et al. (2007), en el país existen alrededor de 30 variedades de papa 
cultivada, pero sólo 10 de éstas tienen importancia comercial. La Parda pastusa, es la 
variedad más cultivada y consumida en fresco, le siguen la variedad Diacol Capiro, 
utilizada para consumo en fresco, exportación y por la industria de alimentos como materia 
prima. La variedad ICA-Puracé es utilizada en algunas regiones de clima templado del país 
para consumo en fresco; la Tuquerreña o Sabanera que se consume principalmente en 
Bogotá y la Criolla que se cultiva principalmente en los departamentos de Antioquia y 
Cundinamarca. En el país se han desarrollado nuevas variedades que han ingresado al 
mercado como las variedades Esmeralda, Rubi, UNICA e ICA Morita que tienen altas 
posibilidades comerciales en el corto plazo. 
Una de las principales limitantes técnicas del cultivo de la papa corresponde a las plagas y 
enfermedades. Dentro de las enfermedades, el tizón tardío o gota, causado por 
Phytophthora infestans, es la amenaza más seria del cultivo. Además, también se presentan 
el tizón temprano (Alternaria solani), la roña (Rhizoctonia solani), la sarna común 
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(Streptomyces scabies), la palomilla o mortaja blanca (Rosellinia sp.), las virosis (PVY, 
PVX, PLRV, PYVV, PVS, PMTV) y la sarna polvosa. Esta última enfermedad, se ha 
convertido en una de las principales problemáticas de cultivo a nivel mundial (Harrison et 
al. 1997; Merz y Falloon, 2009). Es causada por el protozoo Spongospora subterranea f.sp. 
subterranea (Sss), parásito obligado de plantas superiores. Esta enfermedad causa daños 
directos sobre las raíces y tubérculos y además es vector del PMTV (Jones y Harrison, 
1969; Harrison et al. 1997; Andersen et al. 2002; Merz y Fallon, 2009), enfermedad viral 
que afecta este cultivo en varias regiones productoras de papa en el mundo.  
En Colombia, el manejo de la enfermedad se basa en el uso de semilla certificada por el 
Instituto Colombiano Agropecuario ICA, la utilización de variedades medianamente 
tolerantes y la rotación entre estas variedades con cultivos no hospedantes del patógeno 
(Jaramillo y Botero, 2007). 
 
3.2 Generalidades de Spongospora subterranea f.sp. subterranea 
3.2.1 Taxonomía 
Sss es el agente causal de la enfermedad denominada Sarna polvosa de la papa. El primer 
reporte de esta enfermedad data de 1841 en Alemania (Wallroth, 1842) y a partir de esta 
fecha, su registro incluye todos los continentes (Harrison et al. 1997; Merz, 2008). Según 
Lyman y Rogers (1915) el patógeno es originario de los Andes Suramericanos, desde donde 
se dispersó gracias al mercado mundial de tubérculos de papa. A pesar de haber 
transcurrido mas de 150 años desde su primer registro, la enfermedad sólo ha cobrado 
importancia en las últimas décadas como resultado de la siembra generalizada de materiales 
altamente susceptibles al patógeno, la utilización de sistemas de riego en los cultivos, los 
cambios de épocas de siembra hacia períodos húmedos, las deficiencias en los sistemas de 
rotación de cultivos, la falta de programas cuarentenarios y los altos estándares exigidos por 
el mercado en la calidad cosmética de los tubérculos (Harrison et al. 1997). 
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Sss es un pseudohongo plasmodial que taxonómicamente se ha ubicado en el Reino 
Protozoa, División Myxomycota, Clase Plasmodiophoromycetes y en la Familia 
Plasmodiophoraceae, donde se encuentran otros ocho géneros cuyas diferencias 
morfológicas se basan en el arreglo de las estructuras de resistencia. El género Spongospora 
tiene cuatro miembros reconocidos, dos de ellos: Spongospora subterranea f. sp. 
subterranea y Spongospora subterranea f. sp. nasturtii, definidos como forma especialis, 
son importantes patógenos de vegetales (Merz y Falloon, 2009). Dick (2001) propone que 
dichos microorganismos corresponden a especies diferentes. 
3.2.2 Ciclo de vida Sss 
Sss y otros plasmodiophorales se caracterizan por presentar zoosporas biflageladas (3-4 µm 
diámetro) de desigual tamaño con mastigonemes y posición opuesta, que se liberan a partir 
de las estructuras de resistencia (quistes). Los quistes (4 µm diámetro) pueden sobrevivir en 
el suelo por largos períodos de tiempo y generalmente se encuentran agregados formando 
estructuras denominadas quistosoros (hasta 85 µm diámetro) CITA, los cuales son esféricos 
u ovoides y presentan un centro vacío. En Colombia, observaciones realizadas por 
Jaramillo y Pérez (2008), han determinado que los quistosoros de aislamientos procedentes 
de suelos del municipio de La Unión (Antioquia), oscilaron entre 50 y 120 µm. Bajo 
condiciones de humedad es frecuente la liberación de una zoospora uninucleada, aunque se 
cree que la germinación de los quistes responde a un patrón escalonado que garantiza la 
generación de inóculo infectivo por largos periodos de tiempo. Una vez en el suelo, las 
zooporas se desplazan varios centímetros y son atraídas por los exhudados de las raíces de 
sus plantas hospedantes, adheriéndose, enquistando y formando un tubo germinativo que 
ejerce fuerza mecánica para su penetración directa en la planta. Posteriormente, el patógeno 
desarrolla un plasmodio multinucleado con membrana simple y ausencia de pared celular. 
Eventualmente el plasmodio se cliva dando lugar a múltiples zooesporangios, cada uno de 
los cuales puede generar hasta 8 zoosporas que son liberadas por un poro germinativo y 
continúan con la infección de otras células radiculares. Estas zoosporas, denominadas 
secundarias, son indistinguibles de las que inician la infección (primarias) y ambas pueden 
infectar lenticelas no suberizadas de tubérculos, comenzando a inducir el síntoma típico de 
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la sarna, que toma apariencia corchosa a partir del desarrollo de una capa de protección a 
nivel del peridermo del tubérculo. Es frecuente además, que el patógeno induzca hipertrofia 
e hiperplasia en los tejidos afectados, dando origen a las agallas y a las deformaciones 
características de la enfermedad. Al final del ciclo, en los plasmodios se reorganiza su 
contenido protoplasmático, rodeándo los núcleos presentes de pared celular y generándose 
quistes que servirán de inóculo para sucesivas infecciones (Harrison et al. 1997).  
El ciclo de vida de Spongospora, es diferenciado por Merz (2008), de acuerdo a la 
ocurrencia de dos fases: una fase esporogénica y una segunda fase esporangial, cada una 
iniciada por la infección de la célula huésped a través de un plasmodio individual. En la 
fase esporangial, numerosas zoosporas secundarias son formadas en el esporangio de 
paredes delgadas en las células epidermales de la raíz y los pelos radicales del huésped, en 
las cuales las zoosporas son formadas desde un plasmodio esporangiogénico. Las zoosporas 
secundarias también biflageladas pueden salir del huésped e iniciar otro ciclo de infección. 
La fase esporogénica se presenta después de la división nuclear dentro del plasmodio 
esporogénico. El patógeno produce esporas de reposo de pared gruesa, las que son 
altamente persistentes. Cada espora de reposo libera una sola zoospora primaria 
biflagelada. 
En Colombia, Hoyos et al. (2009), realizaron observaciones histológicas de estructuras 
celulares asociadas a Sss, encontrando plasmodios, plasmodios enquistados, plasmodios en 
estado de división, células únicas y quistosoros, en raíces de plantas de S. tuberosum 
asintomáticas, indicando que la infección puede estar presente sin desarrollo evidente de 
síntomas y que los quistosoros no son solamente las estructuras más frecuentes en los 
tejidos de los hospedantes afectados. 
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3.2.3 Rango de hospedantes de Sss 
Diversas investigaciones han encontrado la presencia de zoosporangios de Sss en plantas de 
otras familias diferentes a la Solanaceae, como Alzoaceae, Apiaceae, Asteraceae, 
Boraginaceae, Brassicaceae, Caryophyllaceae, Chenopodiaceae, Fabaceae, Geraniaceae, 
Lamiaceae, Plantaginaceae Papaveraceae, Poaceae, Polygonaceae, Ranunculaceae, 
Rubiaceae, Resedaceae, Solanaceae y Urticaceae (Jones y Harrison, 1969; Andersen et al. 
2002). Andersen et al. (2002), encontraron diferentes tasas de infección desarrolladas por el 
patógeno en especies como: Artemisia vulgaris, Cirsium arvense, Chamomilla suaveolens, 
Chenopodium album, Galium aparine, Geranium pusillum, Lapsana communis, Matricaria 
inodora, Poa annua, Polygonum avicular, P. convolvulus, Rumex acetosa, R. acetosella, 
Solanum nigrum, Sonchus arvensis, Urtica urens y Viola tricolor, lo que permitió 
confirmar estas 17 especies como hospedantes de Sss. 
Aunque aparentemente Sss tiene un amplio rango de hospedantes, el desarrollo de los 
quistosoros nunca había sido observado en otros hospederos diferentes a S. tubersosum. Sin 
embargo, Qu y Christ, (2006a), encontraron formación de quistosoros en seis especies de 
plantas: Solanum plycantum Dun., Datura stramonium L., Avena sativa L, Dactylis 
conglomerado L., Solanum esculentum Mill. y Brassica campestris L. Esto indicó que el 
patógeno tiene la capacidad de completar su ciclo de vida en hospedantes alternos a las 
plantas de papa, lo que representa un aspecto epidemiológico importante. Así mismo, se 
encontró que las siguientes especies también son hospedantes del patógeno: Fagopyrum 
esculentum Moench, Phleum pratense L., Raphanus sativus L., Brassica napus L., 
Trifolium pratense L., Secale cereale L., Ambrosia artemisiifolia L., Chenopodium album 
L., Amaranthus retroflexus L. y Cyperus esculentus L. Recientemente, se ha encontrado 
que el patógeno puede producir agallas en S. physalifolium y S. nigrum y su patogenicidad 
fue confirmada por inoculación a plantas de tomate (S. esculentum) y de papa bajo 
condiciones de invernadero (Shah et al. 2010). Estos resultados tienen consecuencias para 
el manejo de la enfermedad enfocado en cultivos de rotación, porque se debe tener en 
cuenta que existen especies cultivables y malezas que pueden albergar estructuras del 
patógeno y que el reporte de nuevas especies hospederas continua; por ejemplo, Sss causa 
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agallas en las raices de Solanum sarrachoide, en donde puede completar su ciclo de vida y 
producir nuevas generaciones de quistosoros que son infectivos a papa (Nitzan et al. 2009). 
3.2.4 Síntomas causados por Sss 
Los síntomas de la enfermedad incluyen la inducción de lesiones pustulosas corchosas con 
centros polvosos formados a partir de la agregación de los quistosoros del patógeno. Con el 
avance de estas lesiones es frecuente la ruptura del peridermo, aunque el nivel de 
penetración en los tubérculos es generalmente superficial. Bajo condiciones óptimas para el 
desarrollo de la enfermedad, es frecuente la unión de lesiones que generan la deformación 
de los tejidos y la formación de cánceres o agallas (Harrison et al. 1997). En Colombia, la 
enfermedad además de causar los daños descritos, genera el deterioro del sistema radicular 
de las plantas, al inducir la formación de agallas múltiples en forma de cuentas (Cotes et al. 
2006) que causan la disminución de la superficie de absorción de las raíces, induciendo a la 
marchitez y finalmente a la muerte de las plantas. Durante el almacenamiento, la sarna 
polvosa puede ocasionar pudriciones secas que sirven de entrada a otros patógenos y 
saprófitos que deterioran aún más el producto (Agrios, 1996). La infección en las raíces, 
especialmente cuando se forman agallas, pueden causar una reducción en el funcionamiento  
de la raíz por la interrupción de la toma de agua y de nutrientes (Lister et al. 2004; Falloon 
et al. 2005). 
En Colombia, en los departamentos de Cundinamarca, Boyacá, Nariño y Antioquia Sss 
afecta severamente las variedades de papa (Solanum tuberosum) Parda Pastusa y  Diacol 
Capiro y a la papa criolla (Solanum phureja). Los síntomas se observan en raíces y 
tubérculos, pero hay variación en las zonas paperas en cuanto a la distribución de los 
síntomas entre los diferentes órganos de la planta. En Cundinamarca, Boyacá y el Norte de 
Antioquia es más frecuente observar pústulas sobre los tubérculos de las variedades Parda 
Pastusa y Diacol Capiro, mientras que en el departamento de Nariño y en el Oriente de 
Antioquia es común observar agallas en raíces. Hasta ahora no se sabe si estas diferencias 
se deben a variaciones en las condiciones ambientales de una región a otra, o quizás se 
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deban a la distribución regional de diferentes razas del patógeno, y/o a su interacción con el 
ambiente (Jaramillo y Botero, 2007).  
En el Oriente Antioqueño, se determinó la incidencia y el grado de severidad de 23 
poblaciones de Sss bajo el sistema de rotación entre ICA Puracé-Diacol Capiro y viceversa, 
en tres cosechas sucesivas, en condiciones de casa de malla. Se observó que las poblaciones 
del patógeno, no afectaron el peso, ni causaron síntomas de sarna polvosa en los tubérculos, 
pero si en las raíces, con diferentes grados de severidad en las dos variedades, siendo más 
susceptible la variedad Diacol Capiro, que al parecer favoreció el incremento del inóculo, 
mientras que la ICA Puracé fue levemente afectada y posiblemente presentó efecto 
supresivo sobre los quistosoros en el suelo (Jaramillo y Botero, 2007).  
Estudios realizados en el departamento de Nariño, presentaron diferencias en el grado de 
desarrollo de la enfermedad en raíces. La variedad Parda Pastusa fue la más susceptible a 
Sss, con desarrollo de agallas desde el momento de la emergencia de las plantas. La 
enfermedad alcanzó valores de susceptibilidad del 100% en dicha variedad, mientras que en 
Diacol Capiro fue de 48%. En los tubérculos, la enfermedad se manisfestó por la formación 
de escasas y pequeñas pústulas de color castaño, con poca presencia de masas pulverulentas 
de esporas de resistencia del patógeno, lo que contrasta con la región Cundiboyacense, en 
donde estas variedades se caracterizan por presentar una alta susceptibilidad a la roña en 
tubérculos, ocasionando lesiones severas, en las que resulta fácil encontrar esporas de 
resistencia (Benavides, 2006). 
3.2.5 Control de Sss 
El control de la sarna polvosa de la papa es difícil de lograr debido a la carencia de 
variedades comerciales resistentes y de tratamientos químicos efectivos (Qu y Christ, 
2006a). Según Harrison et al., (1997), el manejo de la enfermedad debe estar enmarcado 
bajo un esquema integrado del cultivo (MIC), en el que se incluyan aspectos como la 
rotación, el manejo adecuado del riego y el drenaje, la sanidad del tubérculo semilla, la 
utilización de organismos antagonistas (i.e. Trichoderma spp.), la utilización de cultivos 
trampa, la desinfestación de herramientas de trabajo y, finalmente, una legislación que 
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restrinja el movimiento de material contaminado y genere procesos de certificación de 
semilla. Dos estrategias que en la actualidad se consideran fundamentales para apoyar los 
programas MIC en papa, incluyen el mejoramiento genético por resistencia al pseudohongo 
y la utilización de cultivos trampa (Merz et al. 2004). 
Para el caso del mejoramiento, los primeros reportes en la región Andina fueron 
presentados por Torres et al., (1995), quienes evaluaron 467 accesiones, encontrando la 
existencia de 17 genotipos resistentes y 33 moderadamente resistentes. Por otra parte, Lees 
(2000) en Escocia, evaluó los niveles de resistencia a Sss de una serie de clones de S. 
phureja, encontrando que algunos de éstos presentaron un adecuado nivel de resistencia, 
por lo que esta especie fue propuesta como fuente de genes de resistencia. Merz (2000), al 
evaluar la reacción de 11 cultivares determinó que existe correlación entre las pruebas de 
invernadero utilizando plántulas provenientes de cultivo de tejidos y la resistencia 
presentada en campo.  
Fallon et al., (2003), realizaron un estudio en Australia con 99 cultivares de papa y 13 
líneas de mejoramiento durante 11 años. Sus resultados indicaron que el 21% de los 
materiales evaluados eran resistentes, mientras que el 28% presentó una resistencia 
moderada. Estos autores también reportaron que la expresión de la resistencia varía entre 
años y que los bioensayos realizados en invernadero, no siempre se correlacionan con la 
respuesta presentada en campo, sugiriendo una fuerte interacción genotipo-ambiente para 
esta característica.  
Nitzan et al., (2010), evaluaron la estabilidad de la resistencia genética de 24 genotipos de 
papa a Sss, en los estados de Washington e Idaho en Estados Unidos. Se identificó que la 
resistencia era estable a la formación de agallas en las raíces causada por Sss y se determinó 
que una gran proporción de la variación fue genética, lo que permite a los mejoradores usar 
genotipos resistentes y estables de papa como progenitores, en el desarrollo de cultivares 
comerciales con resistencia a este patógeno; debido a que contar con materiales genéticos 
resistentes es una de las principales estrategias de manejo de la enfermedad (Rodríguez et 
al. 2009; Houser y Davidson, 2010).  
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Según Merz et al., (2012), no existen métodos de control eficientes y económicos que se 
encuentren disponibles actualmente y la resistencia del hospedero es clave para el manejo 
integrado de la enfermedad; debido a esto se evaluaron 10 cultivares con diferentes rangos 
de susceptibilidad a Sss y a PMTV en diferentes países de Europa. Para evitar discrepancias 
en los criterios de evaluación, se utilizó una escala estándar para los niveles de la sarna 
polvosa, determinándose que los cultivares se comportaron como estaba establecido en su 
caracterización inicial (a excepción de uno de ellos). Los resultados del ensayo de campo 
indicaron que los diferentes métodos de valoración son el principal factor de discrepancia 
en las calificaciones de la resistencia y que las condiciones ambientales y/o el nivel de 
inóculo del suelo juegan un papel menor. 
Otra estrategia con alto potencial para el manejo de la enfermedad es la rotación del cultivo 
con plantas trampa que reducen el nivel de estructuras de resistencia de 
plasmodiophoromycetes. Por ejemplo, es ampliamente conocido que la siembra de 
Raphanus sativus reduce la cantidad de quistes de Plasmodiophora brassicae en el suelo 
(Murakami et al. 2000), mientras que la planta Datura stramonium redujo el nivel de Sss en 
un 79% en cultivos de papa de Australia.  
En Colombia, la búsqueda de herramientas para el manejo de la enfermedad bajo las 
condiciones regionales de las zonas productoras de papa, se enfoca en la evaluación de 
sistemas de rotación de variedades comerciales que tradicionalmente se han considerado 
altamente susceptibles a la enfermedad (i.e. Diacol Capiro) con variedades más tolerantes al 
ataque del patógeno (i.e. ICA Puracé), encontrándose que efectivamente esta última 
variedad presenta un menor nivel de susceptibilidad a la sarna polvosa (Jaramillo et al. 
2003; Jaramillo y Botero, 2007).  
En cuanto al control biológico de Sss, Gilchrist (2009), evaluó una cepa de Trichoderma 
previamente considerada por Hoyos et al., (2002), como potencialmente útil para el control 
biológico de Sss en la variedad Diacol Capiro. Las pruebas fueron realizadas en campo 
utilizando tres dosis de aplicación del biocontrolador. Se encontró que la aplicación de T. 
asperellum T109 redujo un 64 % y 54 % los efectos de la sarna polvosa en el crecimiento y 
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en la producción de las variedades, respectivamente. De esta forma, se resalta el potencial 
de la cepa como biocontroladora contra Sss, teniendo en cuenta que se debe ampliar el 
conocimiento acerca de los factores que limitan la acción de T. asperellum T109 en el 
campo y cómo compensarlo aumentando la frecuencia de aplicación. En un trabajo similar, 
se investigó la influencia de cuatro aislamientos de T. asperellum sobre la sarna polvosa en 
tres tipos de suelo: Andisol, Entisol e Inceptisol. No se encontraron diferencias 
significativas entre las plantas de papa tratadas y no tratadas con T. asperellum, pero sí se 
encontró que la reducción del crecimiento y la producción estuvieron inversamente 
asociadas con el contenido de Al
2+
 en los suelos, sugiriendo que los efectos de la sarna 
polvosa están fuertemente relacionados con las condiciones del suelo (Gilchrist et al. 2009). 
Estudios sobre la evaluación de estrategias de manejo de la roña polvosa en tres regiones 
productoras de papa en Colombia han incluido resultados sobre la biología y patología de 
Sss en la Sabana de Bogotá y sus hallazgos más importantes consisten en la puesta en 
marcha de un sistema de bioensayos en los cuales ha sido posible inducir la liberación de 
zoosporas bajo condiciones de laboratorio. Otros estudios incluyen la evaluación del efecto 
de fungicidas aplicados al suelo para el manejo de Sss. Sin embargo se determinó que 
ninguno de los fungicidas evaluados (Tiabendazol, Tolclofos metil, Benomyl, Carbendazin, 
Clorotalonil y Mancozeb) contribuyeron con el control del patógeno en raíces y tubérculos 
bajo las dosis y condiciones de tres localidades productoras de papa (Subachoque, Medellín 
(Corregimiento Santa Elena) y Pasto) (García y Navia, 2002). En contraste, Falloon et al., 
(2010), realizaron aplicaciones en campo del fungicida Mancozeb, el cual contiene Zn y 
Mn. Las dosis estuvieron determinadas como baja, similar y alta con respecto al contenido 
de estos elementos en el suelo cultivado con papa cv. Iwa (considerado muy susceptible a 
Sss). Se encontró, que niveles elevados de Zn y Mn, generan infecciones moderadas de Sss 
en las raíces del cultivar evaluado de S. tuberosum. 
Otras investigaciones para el manejo de Sss, han incluído la evaluación de potenciales 
biocontroladores (Trichoderma harzianum y Pseudomonas fluorescens), un consorcio de 
micorrizas y viruta de pino como tratamientos. Se encontraron diferencias estadísticamente 
significativas entre el testigo y P. fluorescens y los tratamientos con T. harzianum, 
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micorrizas y viruta, presentando una incidencia en raíces de 32%, 21% y 5%, 3% y 1% 
respectivamente. Los tratamientos con T. harzianum, micorriza y viruta tuvieron los 
porcentajes de incidencia más altos pero contrastaron con niveles muy bajos de severidad 
de la enfermendad (0.22%; 0.088% y 0.019%, respectivamente). Sin embargo, no se 
obtuvieron incrementos en peso seco de raíces, peso de tubérculos y peso seco de la parte 
aérea, cuando se realizaron las inoculaciones de los diferentes agentes de control y las 
aplicaciones de la viruta de pino (Restrepo et al. 2009). 
Arias (2011), realizó un análisis y comparación de glucosinolatos presentes en diferentes 
accesiones de cubio (Tropaeolum tuberosum) para evaluar su uso potencial en el control de 
Sss. Se estandarizaron los procedimientos de extracción del compuesto y las diferentes 
formulaciones fueron probadas como biofumigante en el suelo, donde posteriormente se 
sembraron tubérculos de papa criolla. Sin embargo, los resultados obtenidos no permitieron 
establecer un posible potencial biofumigante de las accesiones evaluadas y es necesario 
profundizar en los estudios que permitan determinar el efecto de los glucosinolatos y de 
otros compuestos sobre el patógeno.  
3.3 Detección de Sss 
La detección del inóculo a nivel del suelo es compleja y es evaluada precariamente a partir 
de sistemas de trampeo que utilizan plántulas de tomate (Merz, 1989) o de papa (Wale et al. 
1993). Estas evaluaciones son críticas para definir relaciones entre el grado de infestación 
de los suelos y los niveles de enfermedad observados en el campo, requisito fundamental 
para la implementación de cualquier medida de control (Merz et al. 2005).  
Con el objetivo de buscar alternativas para alcanzar mayores rangos de sensibilidad en la 
detección de Sss, se han explorado diversas metodologías basadas en técnicas serológicas y 
moleculares. Entre las primeras se destacan la generación de anticuerpos policlonales que 
detectan quistosoros del protozoo bajo un sistema ELISA (Harrison et al. 1993; Walsh et 
al. 1996). Sin embargo, la utilidad de estos anticuerpos es reducida debido a que no detecta 
el estado plasmodial (Ward et al. 2004). Más recientemente Merz et al., (2005) 
desarrollaron una prueba para la evaluación rutinaria de la presencia del patógeno basada 
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en anticuerpos monoclonales derivados de quistosoros como antígenos, alcanzando niveles 
de sensibilidad de menos de un quistosoro por tubérculo. A partir de esto, se generó la 
herramienta “Sss AgriStrip”, una prueba basada en un inmunoensayo de flujo lateral, cuya 
precisión y sensibilidad fue evaluada por Bouchek-Mechiche et al., (2011), para la 
detección de Sss. Se comparó con técnicas de microscopía, ELISA, PCR y qPCR, que 
detectaron Sss en lesiones típicas de sarna polvosa. Así mismo, se realizaron pruebas en los 
lotes que presentaban lesiones típicas y atípicas causadas por el patógeno, y se confirmó la 
presencia de Sss en todas las lesiones con todos los métodos probados. Se concluyó que el 
Sss AgriStrip es una prueba tan sensible como DAS- ELISA con un límite de detección de 1 
a 10 quistosoros por mL de buffer. 
Con respecto a las metodologías moleculares, se ha utilizado PCR convencional a partir de 
los cebadores específicos Spo8/Spo9 (Bulman y Marshall, 1998); Sps1/Sps2 (Bell et al. 
1999) y SsF/SsR (Qu et al. 2006) que amplifican las regiones ITS del ADNr.  
Los cebadores específicos Spo8/Spo9 diseñados por Bulman y Marshall, (1998), detectaron 
Sss en las muestras evaluadas y no presentaron reacción cruzada con otros 
plasmodiophoridos como Spongospora subterranea f. sp nasturtii, Plasmodiophora 
brassicae, Sorosphaera veronicae y Polymyxa graminis, así como con el causante de la 
sarna común Streptomyces scabies, demostrando la utilidad de estos cebadores en la 
detección de Sss realizada por estos investigadores. 
Bell et al., (1999), obtuvieron secuencias parciales del ITS de 391pb con los cebadores Sps 
1 y Sps 2 para la detección y cuantificación de Sss en la corteza, tubérculos lavados y 
suelos cultivados con papa. Las pruebas desarrolladas mostraron ser más sensibles que los 
inmunoensayos previamente reportados y fueron más rápidas y sencillas que los ensayos 
convencionales con plantas trampa. 
Qu et al., (2006), utilizaron la técnica de PCR para la identificación específica y 
cuantificación de Sss. Los cebadores SsF y SsR amplificaron un producto de 434 pb 
proveniente de masas de esporas de Sss, pero no se obtuvo el amplicón cuando el ADN era 
de papa sana, de tubérculos con sarna común o de otros plasmodiophoridos relacionados. 
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Así mismo, se detectó Sss, en otros hospederos infectados que no presentaban síntomas y se 
concluyó que la prueba es tan sensible que puede detectar 1 quiste g
-1
. Adicionalmente, con 
esta técnica, se logró la cuantificación de Sss en el suelo, logrando identificar valores de 1 a 
10
4
 quistosoros por 0.25 g de suelo.   
La implementación de métodos para la detección de Sss ha permitido el desarrollo de 
procedimientos que permiten una rápida y automatizada extracción de ADN, combinada 
con PCR en tiempo real utilizando sondas Taqman® para avanzar en el diagnóstico 
rutinario de la sarna polvosa (Lees et al. 2002; van de Graff et al. 2003; Ward et al. 2004; 
Qu et al. 2011) o PCR competitivo o cuantitativo (Qu et al. 2006; Shah et al. 2009). En esta 
prueba se utiliza un control interno de ADN de papa (citocromo oxidasa) para hacerla más 
confiable y evitar falsos negativos. La validación de dicha metodología se realizó a partir 
de la evaluación de 37 muestras de tubérculos de varios cultivares procedentes de diversas 
localidades del Reino Unido. La prueba detectó el patógeno en todas las muestras que eran 
sospechosas de tenerlo, así como en tubérculos que no presentaban quistosoros observables. 
La prueba con la sonda Taqman demostró ser 100 veces más sensible que la PCR 
convencional (Ward et al. 2005) y la ELISA (Ward et al. 2004). Estas pruebas han 
permitido determinar el efecto del nivel de inóculo en el suelo y de algunos factores 
ambientales en la infección y desarrollo de agallas en raíces de papa causadas por Sss (van 
de Graaf et al. 2007). En Gran Bretaña, la técnica de PCR en tiempo real permitió detectar 
confiablemente y establecer la cantidad de ADN de los quistorosos, zoosporas y 
plasmodio/zoosporangios del patógeno; así mismo, se determinó la viabilidad de los quistes 
en el suelo y en combinación con el uso de plantas trampa, se estudió la liberación de 
zoosporas y los niveles de infección en papa bajo diferentes condiciones ambientales, 
permitiendo conocer con más detalle varios aspectos de la epidemiología de la enfermedad 
(Lees et al. 2008).  
Otras variaciones de estas técnicas como la múltiple qPCR utilizando sondas TaqMan®, ha 
permitido la detección y diferenciación simultánea de la sarna polvosa y la sarna común, 
dos enfermedades del tubérculo que causan síntomas similares pero que son ocasionadas 
por patógenos diferentes (Sss vs Streptomyces spp.) (Qu et al. 2011). Finalmente, como una 
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técnica de diagnóstico simultáneo de diferentes patógenos de papa, se ha desarrollado un 
chip para su análisis en microarreglos, siendo incorporada la detección de Sss (Zhang et al. 
2008).  
En Colombia, la utilización de métodos de detección de Sss en tubérculos y suelos, ha 
estado dada por la evaluación visual de sintomatologías en raíces y tubérculos, la 
evaluación de bioensayos (Rodríguez et al. 2002) y la utilización de PCR convencional 
utilizando cebadores específicos (Jaramillo et al. 2003; Carreño, 2009). Se han utilizado 
combinaciones de diversos cebadores que permiten la amplificación de la región ITS del 
ADNr del patógeno (Spo1-Spo2; Spo8-Spo9 y Sps1- Sps2) los cuales permiten obtener 
productos de 372, 390 y 391 pb, respectivamente (Saavedra et al. 2004). Ramírez (2010), 
obtuvo amplificación de los fragmentos del tamaño esperado utilizando los cebadores 
Spo8/Spo9 y SsF/SsR para analizar la variabilidad genética de aislamientos de Sss 
provenientes de La Unión (Antioquia), encontrando una estructura clonal de los 
aislamientos evaluados, mientras que Carreño (2009) utilizando análisis de secuencias ITS 
y SSCP (Polimorfismo Conformacional de Banda Simple), con un alto número de 
aislamientos de diferentes regiones del país, estableció la presencia de subpoblaciones del 
patógeno relacionadas con el tipo de órgano afectado.  
3.4 Variabilidad genética de Sss 
La disponibilidad de cultivares resistentes a Sss debe ser una prioridad en el diseño de 
futuras estrategias de manejo de la enfermedad. Los mejoradores tratan de incluir 
resistencia en los nuevos cultivares, seleccionando líneas contra un rango de patógenos que 
representan la diversidad genética conocida, con el fin de seleccionar  la resistencia más 
durable. Sin embargo, poco es conocido acerca de  la variación genética de Sss o del papel 
de la recombinación sexual en su ciclo de vida (Merz y Falloon, 2009).  
Los estudios genéticos de Sss han sido difíciles de aplicar debido a razones como las 
siguientes: obtener y mantener el patógeno es complicado por su naturaleza de parásito 
obligado; no han existido métodos disponibles para el aislamiento de quistosoros 
individuales; el desarrollo de la sarna polvosa está influenciado por condiciones 
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ambientales y los estándares de inoculación y los cultivares de referencia no han sido bien 
establecidos (Qu y Christ, 2006b). 
Los sistemas de detección basados en ácidos nucleicos ofrecen sensibilidad y especificidad 
para la cuantificación de inóculo (Mutasa et al. 1993). En estudios previos, amplificando 
regiones del ITS del ADNr fueron identificados dos agrupaciones de Sss en Australia y 
Europa (tipo I y II) (Bulman y Marshall, 1998). Posteriormente, se realizó una 
investigación sobre la variabilidad genética de 52 aislamientos de Islas Británicas y 
Norteamérica que fueron amplificados por PCR. Se identificaron dos grupos genéticamente 
diferentes (I y II) que representaron el 34.6 % y el 65.4% de los aislamientos, 
respectivamente. Sin embargo, en Norteamérica, los aislamientos sólo pertenecían al grupo 
II (Qu y Christ, 2004). Debido a que el análisis de secuencia de ITS se basa en un solo 
locus para la detección de la variación genética, los análisis con marcadores moleculares 
que comprendan diferentes partes del genoma del patógeno son necesarios para obtener una 
imagen amplia de la variación genética y estructura poblacional de Sss.  
El uso de marcadores moleculares tales como RAPDs (ADN polimórfico amplificado al 
azar) y AFLPs (Polimorfismo en la longitud de los fragmentos amplificados), han sido 
usados para estudiar la diversidad genética en muchos patógenos de plantas; sin embargo, 
tales marcadores no están disponibles para Sss. Es complejo obtener estructuras 
individuales del patógeno, y la única forma es la obtención de quistosoros que pueden traer 
contaminantes secundarios o contener tejido de la planta. Por lo tanto, es difícil obtener 
ADN puro del patógeno, un paso indispensable para llevar a cabo la PCR basada en 
marcadores moleculares (Qu y Christ, 2006b). 
Wüerzer (1964), caracterizó 17 colecciones de Sss de Europa y América según el tamaño 
del quistosoro, pero no encontró evidencia biológica significativa de este agrupamiento. 
Posteriormente, se detectó variación genética (divergencia 5.1%) en secuencias de ADN de 
los ITS1 e ITS2, de colecciones de Sss originarias de diferentes continentes (Bulman y 
Marshall, 1998). Las colecciones de Australasia y Europa incluidas en el grupo II, diferían 
de otra colección de Escocia, que fué idéntica a dos colecciones de Sur América agrupadas 
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en el tipo I. La existencia de estos grupos, fue confirmada por Qu y Christ (2004), quienes 
también identificaron ambos grupos en colecciones de Escocia, pero demostraron que sólo 
la secuencia de tipo II es de ocurrencia en colecciones de Canadá y Estados Unidos.  
Los marcadores RFLPs (polimorfismo en la longitud de los fragmentos de restricción) son 
codominantes y locus específico (McDonald y Martínez, 1990). Han sido utilizados 
ampliamente para evaluar diversos genomas de patógenos de plantas. A pesar de que 
consumen más tiempo que los métodos basados en PCR, los RFLPs son más reproducibles 
y menos sensibles a contaminación de ADN que las pruebas basadas en PCR. Qu y Christ 
(2006b), realizaron un estudio más detallado de colecciones de quistosoros obtenidas de 
Estados Unidos y Canadá, empleando marcadores RFLPs. Encontraron variación genética 
entre las localidades geográficas, pero no entre los individuos de una misma localidad, lo 
que sugirió que las poblaciones del campo son clones y no estaban sometidas a 
recombinación sexual. El análisis de agrupamiento, permitió separar los aislamientos en 
dos grupos: el grupo I que incluyó aislmientos del oeste de Norte América (exceptuando 
aislamientos de Colorado) y el grupo II incluyó aislamientos originarios del este de Norte 
América y de Colorado. Este estudio muestra que el uso de marcadores moleculares para 
diferenciar aislamientos de quistosoros individuales facilitará investigaciones adicionales 
para determinar la estructura genética de poblaciones de Sss. 
En Colombia, Ramírez (2010), realizó un estudio sobre la variabilidad genética de 
aislamientos de Sss de La Unión, Antioquia. Encontró que los análisis de secuencias de la 
región ITS del ADNr, presentaron altos niveles de similitud con cepas obtenidas del 
Departamento de Nariño, así como con secuencias de referencia de cepas del tipo II de Sss. 
Este resultado permitió plantear que el patógeno, presenta un comportamiento clonal, 
aunque es necesario obtener información de otras regiones del genoma que permitan 
realizar análisis de múltiples loci, que conduzcan a una mayor aproximación sobre las 
condiciones de variación de este patógeno en el país.  
Otro estudio realizado por Carreño (2009) sobre la variabilidad genética de Sss en 
Colombia, mediante el análisis de las regiones ITS del ADNr, permitió establecer la 
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presencia de subpoblaciones del patógeno relacionadas con el tipo de órgano afectado. Se 
encontró una asociación directa entre las secuencias ITS del patógeno y el órgano de la 
planta infectado. El tipo de ITS I se asocia aparentemente con infecciones de tubérculo y el 
tipo de ITS II lo hace con infecciones de raíz. Esta investigación permitió descartar la 
presencia de patotipos o ecotipos de Sss en Colombia, puesto que en ninguno de los casos 
se observó una asociación entre la variación genética y el cultivar hospedero o zona 
geográfica. Sin embargo, de acuerdo con esta investigación, es necesario realizar pruebas 
que aborden otras áreas del genoma para corroborar los resultados encontrados. Así mismo, 
se comprobó, que en el país existen variantes genéticas de Sss, que difieren de las 
reportadas en otros países, registrándose la presencia de cinco haplotipos del patógeno. Tres 
variantes genéticas de las cinco encontradas en este estudio difieren de las reportadas en la 
literatura mundial. 
3.5  Generalidades del Potato mop-top virus (PMTV) 
El PMTV es el agente causal de una importante enfermedad viral del cultivo de la papa, 
cuya distribución se encuentra registrada en diferentes lugares productores de este 
tubérculo, como Irlanda, Inglaterra, Escocia, Republica Checa, Suiza, Noruega, Suecia, 
Dinamarca y Finlandia (Santala et al. 2010); así como en Japón (Nakayama et al. 2010). En 
América, ha sido registrado en  Canadá y Estados Unidos (Xu et al. 2004). En éste último 
país se reportó recientemente, en los estados de North Dakota (David et al. 2010) y en 
Washington (Crosslin, 2011). Nuevos reportes de este virus se continuan presentado en 
otros países del mundo como Polonia (Budziszewska et al. 2010). 
En América Central se ha encontrado en Costa Rica (Montero-Astua, 2008) y aunque se 
considera que es originario de la región de los Andes (Suramérica), sólo fue detectado en 
Colombia en el año 2007 (Vélez, 2007), con la reconfirmación de su presencia en el año 
2010 (Gil et al. 2011). El PMTV puede causar pérdidas de hasta 26% en rendimiento, lo 
que sumado al efecto del daño ocasionado por su vector Sss, pudiera ascender a valores de 
50 a 80% (Jones y Harrison, 1972; Guerrero, 1997; Guerrero, 2000). Según Salazar (2006), 
el PMTV es uno de los virus que ha sido prevalente en el cultivo de la papa en los Andes 
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suramericanos, pero su efecto sobre las variedades cultivadas en esta región, no se ha 
cuantificado claramente.  
                3.5.1 Taxonomía de PMTV  
El PMTV pertenece al género Pomovirus, virus con morfología de varilla rígida de 18-20 
nm en diámetro y tres partículas con longitudes de: 290-310 nm, 150-160 nm y 65-80 nm. 
El género Pomovirus deriva su nombre de la especie tipo Potato mop-top virus y 
actualmente se ubica en el la familia Virgaviridae (Adams et al. 2009). Los análisis 
filogenéticos de la ARN polimerasa dependiente de ARN (RdRps) indican que el PMTV 
está relacionado más estrechamente con el Beet soil-borne virus (Pomovirus), Broad bean 
necrosis virus (Pomovirus) y Soil-borne Wheat mosaic virus (Furovirus) (Savenkov et al. 
1999). 
Contiene tres moléculas de ARNss con tamaños de 6,4 kb, 3 kb y 2,5 kb, con caperuzas 
hacia el extremo 5’ y una estructura tipo ARNt hacia el extremo 3’ (Savenkov et al. 1999; 
2003). El coeficiente de sedimentación de las partículas es de 230, 170 y 125S, 
respectivamente. El ARN 1 codifica para una proteína que tiene motivos de 
metiltransferasa y helicasa (ORF 1) y una proteína generada por supresión del codón de 
finalización del ORF 1 con motivos de RdRp (Savenkov et al. 1999). Cerca del extremo 
3´del ARN 2 se presenta una proteína asociada a la transmisión por el vector y generada a 
partir de la supresión del codón de terminación del ORF que codifica para la cápside (CP). 
Esta proteína parece ser la responsable de la pérdida de la estructura helicoidal en los 
extremos del ARN durante el proceso de desensamblaje (Sandgren et al. 2001). El ARN 3 
codifica para cuatro polipéptidos de 51, 21, 13 y 8 kDa, respectivamente. Tres de las 
proteínas producidas (TGB1, TGB2 y TGB3) están involucradas en el movimiento célula a 
célula (Zamyatnin et al. 2004). La función de la cuarta proteína, una proteína rica en 
cisteína, parece ser la de actuar en el incremento de la virulencia; sin embargo no es 
indispensable para el proceso infectivo (Lukhovitskaya et al. 2005) (Figura 1). 
 24 
 
 
Figura 3.1 Representación del genoma de PMTV. En las cajas se observan las proteínas 
para las que codifica el genoma. Las flechas indican las proteínas originadas y los ARN 
subgenómicos (ARNsg). Fuente: http://www.expasy.ch/viralzone/all_by_species/643.html. 
Modificado por Gallo (2012). 
3.5.2 Ciclo de la infección de PMTV 
La especie PMTV es transmitida por zoosporas de Sss que afecta los sistemas radiculares 
de sus hospedantes. Este virus también puede ser transmitido por semilla asexual. El virus 
puede permanecer en las estructuras de resistencia de sus vectores por varios años en el 
suelo (Astier et al. 2007; Dijkstra y Khan, 2006). En los ensayos de transmisión del virus se 
ha observado que éste es transmitido eficientemente a plantas indicadoras (ej. N. tabacum y 
N. benthamiana) a partir de muestras de suelo infestadas con quistes del patógeno 
(Campbell, 1996; Vélez, 2007). 
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El PMTV constituye un pequeño grupo de virus que para su movimiento sistémico en la 
planta hospedante no requiere de la expresión de CP, ni de la formación del virión 
(McGeachy y Barker, 2000), debido a que el TGB le ofrece la posibilidad de mover el ARN 
infeccioso a través de largas distancias en la planta (Melander et al. 2001). Actualmente, se 
generan nuevas teorías acerca del movimiento de TGB en la planta, y de la función de cada 
una de las proteínas TGBp1, TGBp2 y TGBp3 en el movimiento célula a célula de PMTV. 
Shemyakina et al. (2011), analizaron la localización subcelular y el transporte de TGBp1; 
de acuerdo con los resultados obtenidos, propusieron que la asociación de TGBp1 con los 
microtúbulos puede ser importante para la formación de cuerpos de complejos de ribo-
núcleo-proteína viral destinada para el transporte a través de los plasmodesmos. Estudios 
similares han sido realizados por Wright et al. (2010), cuyos resultados sugieren que TGB1 
en PMTV requiere interacción con componentes nucleolares y posiblemente con 
microtúbulos para el movimiento viral de ARN de larga distancia. 
El ARN desnudo se puede encontrar en tubérculos asintomáticos y causar una infección 
secundaria para la siguiente temporada de siembra (McGeachy y Barker, 2000). La 
manifestación de los síntomas característicos de la enfermedad depende de la presencia de 
los tres ARN en el tejido (Savenkov et al. 2003). 
3.5.3 Rango de hospederos de PMTV 
En condiciones experimentales el virus puede infectar plantas de las familias 
Chenopodiaceae, Solanaceae y Tetragoniaceae. Dentro de estas se encuentran las plantas 
que se usan para su diagnóstico, las cuales corresponden a Nicotiana debneyi y 
Chenopodium amaranticolor, en las que se produce necrosis sistémica y lesiones locales 
concéntricas cafés, respectivamente. Nicotiana benthamiana, N. debneyi,  N. clevelandii y 
N. tabacum son las especies más apropiadas para el mantenimiento y propagación del virus 
bajo condiciones experimentales (ICTVdB, 2006; Vélez, 2007). 
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3.5.4 Síntomas causados por PMTV 
La enfermedad inducida por PMTV presenta una amplia gama de síntomas, dependiendo de 
la variedad y de las condiciones ambientales, siendo frecuente la presencia de anillos y 
arcos de colores oscuros sobre la superficie de los tubérculos, mientras que internamente se 
presentan arcos necrosados. En infecciones secundarias, los tubérculos pueden mostrar 
agrietamientos reticulados y profundos. Adicionalmente, los folíolos de las plantas 
afectadas pueden presentar moteados cloróticos y líneas con formas de V. En la región 
Andina, la sintomatología en los tubérculos no es frecuente de observar, pudiendo ser 
igualmente inducidas por cepas necróticas de PVY ó por Streptomyces spp. y Rhizoctonia 
solani (Tenorio et al. 2006). A nivel aéreo, el virus también puede inducir amarillamientos, 
enanismos y acortamiento de entrenudos (Salazar, 1995). 
En Escocia, se estudió el efecto de los síntomas foliares causados por PMTV sobre el 
rendimiento del cultivo, los síntomas foliares y en el tubérculo de varias generaciones de 
siembra para la propagación de semilla de papa. Se encontró que en los tubérculos de 
plantas sin síntomas, rara vez se observan los síntomas foliares en la siguiente generación. 
Las plantas asintomáticas produjeron más tubérculos infectados cuando eran derivadas de 
plantas que presentaron síntomas foliares el año anterior. Adicionalmente, la proporción de 
plantas hijas con síntomas foliares provenientes de tubérculos con síntomas foliares 
tuvieron un rango de 19-41% en el año y  pareció estar asociado con la severidad de dichos 
síntomas. Así mismo, el síntoma de “spraing” en los tubérculos tendió a ser mayor en 
plantas que presentaban síntomas foliares comparados con aquellas asintomáticas. Estos 
resultados mostraron que la erradicación de plantas con síntomas foliares podría mejorar la 
fitosanidad del cultivo, pero resulta impráctico cuando las plantas enfermas son muy 
frecuentes (Carnegie et al. 2010). Sin embargo, los síntomas foliares, son raramente 
observados en variedades cultivadas actualmente en los países nórdicos, con excepción de 
Noruega. La razón para estas diferencias de la etiología de la enfermedad no son 
comprendidas, pero puede ser que el clima marino más húmedo en Noruega y Escocia 
afecta la fisiología de la planta de papa e incrementa la infección sistémica por PMTV 
(Santala et al. 2010). 
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3.6 Detección de PMTV 
Para la detección de PMTV, se han utilizado diversas técnicas de laboratorio. Las primeras 
pruebas, incluyeron bioensayos con plantas indicadoras como Chenopodium amaranticolor 
las cuales desarrollan los síntomas cuando son infectadas por PMTV. Esta técnica resulta 
informativa, pero tarda alrededor de 14 días para la expresión de síntomas, que en 
ocasiones no son completamente confiables (Jeffries, 1998).  
Con el desarrollo de las pruebas ELISA, se hizo posible la detección de PMTV en dos días, 
sin embargo, la generación de falsos negativos debido a la distribución errática del virus en 
la planta, ha hecho que se cuestione dicha técnica. Arif y Torrance (1996), realizaron 
estudios de detección de PMTV en muestras de tubérculos de tres cultivares de papa, 
concluyendo que la combinación de tejidos de tubérculos en la muestra incrementa la 
probabilidad de detección del virus. En Dinamarca, la utilización de la técnica DAS - 
ELISA (Sandwich de anticuerpos doble - Ensayo por inmunoabsorción ligado a enzimas), 
tuvo alta confiabilidad para el seguimiento de la presencia de PMTV en 23 cultivares de 
papa sembrados en campo (Nielsen y Mølgaard, 1997). 
La utilización de técnicas basadas en ácidos nucleicos ha llevado al desarrollo de métodos 
de detección de alta sensibilidad. La RT-PCR es uno de estos métodos de detección más 
sensible. Arif et al. (1994), compararon la confiabilidad de ELISA y RT-PCR en la 
detección de PMTV de raíces y hojas de plantas trampa de Nicotiana debneyi. Luego de 
tres semanas de siembra, la RT-PCR detectó el virus en ambos tejidos, mientras que con 
ELISA, se obtuvo la detección del virus sólo después de cinco semanas de la siembra. A 
pesar de que la técnica RT-PCR es más sensible, la preparación de las muestras para este 
método lleva más tiempo, por lo tanto ELISA, es considerada por algunos investigadores 
como la técnica más económica y conveniente para el análisis rutinario de grandes 
cantidades de muestras (Davey, 2009). 
Davey (2009), realizó estudios de detección y cuantificación de PMTV utilizando qRT-
PCR y diseñando un par de cebadores y una sonda para cada ARN del genoma del virus. El 
bioensayo desarrollado para las muestras de suelo fue muy efectivo en la detección de 
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PMTV utilizando Solanum esculentum cv Monkeymaker como planta trampa y cuando se 
usó en conjunto con qRT-PCR, los resultados se obtuvieron más rápidamente que los de 
otros bioensayos previamente descritos por Arif et al., (1994), quienes utilizaron 
Chenopodium quinoa como planta trampa. 
Otros métodos basados en RT-PCR han sido empleados en Japón por Nakayama et al. 
(2010), mediante microplacas de hibridización RT-PCR (RT-PCR-MPH), para la detección 
de PMTV con cebadores específicos y una sonda marcada en muestras provenientes de 
raíces de plantas de tomate. Así mismo, el diagnóstico en muestras de suelo utilizando este 
método, determinó que el 61.2% de los lotes muestreados estaban infectados con PMTV. 
La hibridización específica basada en amplificación con cebadores con marcadores 
fluorescentes (Flash-PCR) también ha sido una técnica basada en PCR que ha permitido la 
detección rápida y precisa de diferentes virus de la papa como el PMTV (Ryazantsev y 
Zavriev, 2009). De otro lado, los microarreglos con sondas específica para virus, pueden 
detectar un número casi ilimitado de especies de virus en un solo ensayo. Nicolaisen 
(2011), realizó un estudio de microarreglos con la utilización de 152 sondas potencialmente 
capaces de detectar 52 virus en papa (incluyendo PMTV). Las hibridizaciones del ADNc de 
plantas infectadas, mostraron que 49 de los 52 virus fueron positivos e identificados 
correctamente a nivel de especie; demostrando que esta técnica puede contribuir a la 
construcción de microarreglos genéricos capaces de detectar la mayoría, sino todos los 
virus de ARN de plantas.  
En Colombia la detección de PMTV fue reportada por primera vez por Vélez (2007). Los 
ensayos de RT-PCR permitieron determinar que el 81% de los suelos muestreados en el 
estudio presentaron infección por PMTV. Este método utilizando los cebadores H360/ 
C819, fue más sensible para la detección de PMTV que la inducción de síntomas en plantas 
indicadoras. En estos bioensayos, se encontró que las plantas de N. tabacum fueron mejores 
indicadoras de la expresión de síntomas que las de N. debneyi, pero estas últimas son más 
sensibles para la detección de PMTV por RT-PCR. 
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Gil (2010), realizó la evaluación de la presencia del virus PMTV a partir de plantas de N. 
benthamiana inoculadas con quistosoros de Sss mediante pruebas de detección serológica y 
molecular. Un total de 18 muestras de raíces infectadas con Sss fueron evaluadas, 
encontrándose que cinco muestras de Antioquia y una de Boyacá, Cundinamarca y Nariño 
arrojaron resultados positivos en las pruebas de ELISA. Al comparar estos resultados con 
los obtenidos con qRT-PCR, se encontró que la prueba de qRT-PCR determinó la presencia 
del virus en el 45% de las muestras analizadas, mientras que mediante ELISA y RT-PCR 
convencional se diagnosticaron 25 y 28% de las muestras como positivas. Sin embargo, el 
análisis estadístico no indicó diferencias significativas al nivel del 95% entre las tres 
pruebas analizadas. Al observar individualmente la capacidad de las pruebas para detectar 
PMTV, resultó llamativo el hecho que algunas muestras fueran positivas para dos de las 
tres pruebas, e incluso se presentaron casos en los que la prueba de ELISA detectó el virus 
pero no las pruebas basadas en RT-PCR, lo cual sugirió problemas con la inhibición de las 
reacciones enzimáticas o con los cebadores empleados. 
3.7  Variabilidad genética de PMTV  
A nivel mundial, se han desarrollado investigaciones que reportan la presencia de bajos 
niveles de variación entre genotipos de PMTV (Mayo et al. 1996). Latvala-Kilby et al., 
(2009), caracterizaron el gen de la CP y un dominio de lectura continua del ARN 2, así 
como el gen 8K y la región no traducida 3´del ARN 3 (UTR), de 37 aislamientos de 
Finlandia y Letonia. Fueron encontrados dos tipos diferenciables de ARN 2 y ARN 3. La 
secuenciación y los análisis de RFLP de los productos de PCR de dichas regiones, 
indicaron que la mayoría de los aislamientos de PMTV que infectaron tubérculos en estos 
países europeos, comprenden los restrictotipos ARN 2-II y ARN 3-B.  
En estudios previos, en los cuales las secuencias CP de tres aislamientos de Escocia y ocho 
de Perú fueron analizadas por Mayo et al., (1996), las cepas bajo análisis mostraron poca 
variabilidad. De forma similar, las secuencias CP de seis aislamientos de Norteamérica 
presentaron una identidad mayor al 97% con respecto a algunas secuencias de aislamientos 
de PMTV de Europa (Xu et al., 2004). En Dinamarca, se reportó la presencia de dos grupos 
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de PMTV basado en análisis de las secuencias de CP, encontrando que éstos comparten 
98% de identidad, pero con posibles diferencias en la reproducción de síntomas en plantas 
indicadoras (Nielsen y Nicolaisen, 2003). Al parecer, la variabilidad genética de los genes 
de la CP en aislamientos de PMTV del norte de Europa y Norte América es limitada y 
permite la detección confiable del virus con los anticuerpos monoclonales y los cebadores 
de la PCR usados actualmente (Santala et al. 2010). 
En Colombia, Velez (2007), encontró por lo menos dos genotipos de PMTV definidos a 
partir de la secuencias del gen CP: un grupo con alta identidad con aislamientos de Europa 
y Canadá, y otro grupo constituido exclusivamente por aislamientos colombianos. Una 
situación similar encontró Gil (2010), con aislamientos Colombianos de PMTV, que 
presentaron una estructura poblacional con bajos niveles de variabilidad, pero con algunas 
variantes divergentes con respecto a los genotipos de referencia mundial. Dichas variantes 
presentaron diferencias en sus secuencias de CP hasta del 24% con respecto al grupo 
principal. La contextualización en el genoma viral de dos secuencias obtenidas por dicho 
autor en cepas de PMTV del departamento de Antioquia, indicó que se tratan de 
aislamientos representativos del genoma ordinario de PMTV y no de las variantes 
encontradas en el análisis filogenético. Sus identidades para las porciones del ARN 2 y 
ARN 3 secuenciadas fueron altas (>97%) con respecto a los genomas reportados en 
trabajos anteriores (Sandgren et al. 2001; Cerovska et al. 2007), por lo que se plantea la 
necesidad de secuenciar dichas regiones en al menos un aislamiento de las variantes 
referidas. 
Los resultados encontrados en esta investigación permiten plantear que el caso de PMTV 
en Colombia es aparentemente singular, dada la presencia de dos variantes genéticas, de los 
altos niveles de infección que genera Sss en cultivos de papa de diferentes departamentos y 
de las diferencias notables en la manifestación de síntomas de la sarna polvosa entre 
variedades locales (Carreño, 2009; Gilchrist et al. 2009; Gil 2010), situación que amerita 
continuar con los estudios de variabilidad genética y fenotípica en dichos patosistemas.  
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Resumen 
La Sarna polvosa de la papa (Spongospora subterranea f.sp. subterranea - Sss) es una de 
las enfermedades re-emergentes más importantes de este cultivo en Colombia. El efecto 
deletéreo de Sss no sólo se debe al daño directo sobre el sistema radicular y la calidad de 
los tubérculos, sino también a que sus zoosporas transmiten el Potato mop-top virus 
(PMTV, Pomovirus). Sss genera quistosoros que actúan como estructuras de resistencia del 
patógeno en el suelo, pudiendo permanecer viables por varias décadas. Por esto, su manejo 
debe fundamentarse en el uso de variedades tolerantes a la enfermedad y en el empleo de 
tubérculo-semilla certificado. En esta investigación se evaluaron los niveles de variación de 
127 aislamientos de Sss obtenidos en los departamentos de Antioquia, Boyacá, 
Cundinamarca y Nariño, con el fin de apoyar la selección de aislamientos de Sss a evaluar 
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en programas de mejoramiento genético de papa y en el diseño de pruebas de detección 
asintomática del patógeno. Para esto se secuenciaron regiones ITS del ADN ribosomal y se 
condujeron análisis filogenéticos, encontrándose la presencia de tres variantes principales 
de Sss, dos de las cuales (Tipos I y II) han sido reportadas en otros países del mundo, 
mientras que el Tipo III hasta ahora solo se ha encontrado en Colombia. Con base en esta 
información se diseñó una prueba de PCR-RFLPs que permite identificar los ribotipos del 
patógeno responsables de la Sarna polvosa en una región determinada. 
Palabras clave: ADNr, ITS, PCR, Sarna polvosa, Solanum tuberosum 
Abstract 
Powdery scab (Spongospora subterranea f.sp. subterranea – Sss) is one of the most 
important re-emerging diseases of potato crops in Colombia. Sss can cause severe root 
damage and compromise the quality of tubers. Moreover, Sss zoospores can also serve as 
vector of Potato mop-top virus (PMTV, Pomovirus). Sss can survive in the soil for decades 
due to the formation of resistance structures or cystosori. For this reason, the disease can 
only be efficiently controlled by using resistant potato varieties and certified seed tubers. In 
this work, the level of variation of 127 Sss isolates from the Colombian provinces of 
Antioquia, Boyacá, Cundinamarca and Nariño was evaluated. This information is of great 
value for genetic improvement programs of potato and can also be used in the design of 
asymptomatic detection tests. Phylogenetic analysis of ITS rDNA sequences revealed the 
existence of three Sss variants. Types I and II have been reported in other countries while 
type III has only been found in Colombia. This information was used to design a PCR-
RLFP test to discriminate different powdery scab ribotypes. 
Key words: rDNA, ITS, PCR, Powdery scab, Solanum tuberosum 
INTRODUCCIÓN 
El cultivo de la papa (Solanum tuberosum L.) se ve afectado por diversos microorganismos 
fitopatógenos e insectos plagas, destacándose en los últimos años la re-emergencia de la 
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enfermedad denominada Sarna polvosa causada por el plasmodiofórido Spongospora 
subterranea (Wallroth) Lagerheim f. sp. subterranea Tomlinson (Sss). Su efecto no solo se 
debe a la reducción en la producción, sino también al deterioro en la calidad y apariencia 
cosmética de los tubérculos, que reduce drásticamente su valor en el mercado (Merz y 
Fallon, 2009). Además, Sss es el vector natural del Potato mop top virus (PMTV), uno de 
los problemas virales de la papa que tiene carácter cuarenteneario para diferentes países del 
mundo (Salazar, 2006; Gil et al. 2011). 
Sss es originario de los Andes Suraméricanos, desde donde se dispersó gracias al mercado 
mundial de tubérculos de papa. A pesar de haber transcurrido más de 150 años desde su 
primer registro, la enfermedad sólo ha cobrado importancia en las últimas décadas como 
resultado de la siembra generalizada de materiales altamente susceptibles al patógeno, la 
utilización de sistemas de riego en los cultivos, los cambios de épocas de siembra hacia 
período húmedos, las deficiencias en los sistemas de rotación de cultivos, la falta de 
programas de exclusión y los altos estándares exigidos por el mercado en la calidad 
cosmética de los tubérculos (Harrison et al. 1997). 
Sss es un patógeno obligado plasmodial que taxonómicamente se ubica en el Reino 
Protozoa, División Myxomycota, Clase Plasmodiophoromycetes y en la Familia 
Plasmodiophoraceae, donde se encuentran otros ocho géneros cuyas diferencias 
morfológicas se basan en el arreglo de las estructuras de resistencia. El género Spongospora 
tiene cuatro miembros reconocidos, dos de ellos son importantes patógenos de vegetales: 
Spongospora subterranea f.sp. subterraena y f. sp. nasturtii. Estos taxa fueron definidos 
inicialmente como forma especialis (Merz y Falloon, 2009), sin embargo, con base en la 
morfología de los zoosporangios, rango de hospedantes y análisis filogenéticos de regiones 
ribosomales, actualmente se acepta que representan dos especies diferentes (Qu y Christ, 
2004).  
Los síntomas de la Sarna polvosa incluyen la inducción en los tubérculos de lesiones 
pustulosas corchosas con centros pulverulentos formados a partir de la agregación de los 
quistosoros del patógeno (Figura 4.1). Con el avance de estas lesiones es frecuente la 
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ruptura del peridermo, aunque el nivel de penetración en los tubérculos es generalmente 
superficial (Carreño, 2009). Bajo condiciones óptimas para el desarrollo de la enfermedad, 
es frecuente la unión de lesiones que generan la deformación de los tejidos y la formación 
de cánceres o agallas (Harrison et al. 1997). En Colombia, la enfermedad además de causar 
los daños descritos, genera el deterioro del sistema radicular de las plantas, al inducir la 
formación de agallas múltiples en forma de cuentas que causan la disminución de la 
superficie de absorción de las raíces, induciendo marchitez y finalmente la muerte de las 
plantas (Gilchrist, 2009). La infección en las raíces, especialmente cuando se forman 
agallas, puede causar una reducción en la toma de agua y de nutrientes por parte de las 
plantas (Falloon et al. 2005). 
En los departamentos de Antioquia, Boyacá, Cundinamarca y Nariño, Sss afecta 
severamente las variedades Parda Pastusa, Diacol Capiro y papa criolla (S. phureja). Los 
síntomas se observan en raíces y tubérculos, pero hay variación entre las zonas paperas en 
cuanto a la distribución de los síntomas en los diferentes órganos de la planta. En 
Cundinamarca, Boyacá y el Norte de Antioquia es más frecuente observar pústulas sobre 
los tubérculos de las variedades Parda Pastusa y Diacol Capiro, mientras que en el 
departamento de Nariño y el Oriente de Antioquia es común observar agallas en raíces. 
Hasta ahora no se conoce si estas diferencias se deben a variaciones en las condiciones 
ambientales de las regiones o a la ocurrencia de variantes genéticas del patógeno (Jaramillo 
y Botero, 2007; Carreño, 2009).  
En Colombia, la Sarna polvosa de la papa se ha reportando causando pérdidas de hasta el 
50% en las cosechas de las variedades Parda Pastusa, Diacol Capiro y Criolla Colombia 
(Rodríguez et al., 2009; Gilchrist, 2009). Adicionalmente a esta problemática, la 
diseminación del patógeno se viene incrementando dramáticamente en el país, como 
resultado de la baja calidad del tubérculo-semilla utilizado por la mayoría de los 
agricultores, la ausencia de variedades tolerantes al patógeno y la deficiencia en la 
asistencia técnica, que no cuenta con herramientas apropiadas para el diagnóstico 
asintomático y para la certificación de semilla libre de Sss y PMTV (Gil et al. 2011). Su 
manejo debe estar enmarcado bajo un esquema integrado del cultivo, en el que se incluyan 
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aspectos como la rotación, el manejo adecuado del riego y el drenaje, la sanidad del 
tubérculo-semilla, utilización de organismos antagonistas (ej. Trichoderma spp.), el empleo 
de cultivos trampa, la desinfección de herramientas de trabajo y finalmente, una legislación 
que restrinja el movimiento de material contaminado y supervise más detalladamente los 
procesos de certificación de semilla. Desafortunadamente en el país pocas de éstas prácticas 
son utilizadas por los agricultores y por el contrario hay un desconocimiento generalizado 
del manejo de la enfermedad, llegándose incluso a confundir con problemas bacteriales o 
de Rhizoctoniasis (Carreño, 2009). 
La problemática causada por esta enfermedad en las regiones cultivadoras de papa, hace 
necesario que se intensifiquen los esfuerzos por desarrollar metodologías de diagnóstico de 
suelos y material vegetal, que eviten la diseminación generalizada del plasmodiofórido y de 
su virus asociado PMTV entre regiones infectadas y libres de enfermedad; siendo 
especialmente importante el desarrollo de procedimientos que garanticen la sanidad de los 
lotes dedicados a la producción de semilla. Entre las diversas metodologías desarrolladas en 
el mundo para el diagnóstico de este patógeno se destacan la técnica de ELISA con 
anticuerpos policlonales (Harrison et al. 1993; Walsh et al. 1996), PCR convencional 
usando cebadores específicos (Bulman y Marshall 1998; Bell et al. 1999) y recientemente 
PCR en tiempo real basado en el uso de sondas TaqMan® (Qu et al. 2011) y pruebas de 
flujo lateral (Bouchek-Mechiche et al. 2011). Sin embargo, estas técnicas son de aplicación 
limitada en nuestro medio al no estar diseñadas con base en los genotipos locales de los 
patógenos presentes en las regiones paperas del país. Con el fin de suplir dicha carencia de 
información, en esta investigación se evaluaron los niveles de variabilidad genética de 
aislamientos de Sss procedentes de las principales zonas cultivadoras de papa de Colombia, 
mediante el análisis de secuencias de las regiones ITS del ADN ribosomal (ADNr).  
MATERIALES Y MÉTODOS 
Colección y procesamiento de muestras.  
Para la colección de muestras de quistosoros de Sss proveniente de suelo, raíces y 
tubérculos, se seleccionaron lotes en fincas con antecedentes de infección según el registro 
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histórico de los agricultores, siguiendo la metodología de Jaramillo y Botero (2007), en la 
cual se utiliza un juego de tamices de 100 y 25 µm para la obtención de los quistosoros. Por 
cada lote se tomaron raíces de plantas o tubérculos sintomáticos y una muestra de suelo de 
500 gr. Los sitios de colección incluyeron las regiones cultivadoras de papa de los 
municipios de la Unión y Santa Rosa de Osos (Antioquia), Zipaquirá, Tabio, Subachoque y 
Villa Pinzón (Cundinamarca), Tunja, Siachoque, Soracá, Oicatá (Boyacá), y Pasto e Ipiales 
(Nariño). La investigación se propuso obtener un mínimo de 30 muestras de Sss por 
departamento.  
Los quistosoros obtenidos a partir de muestras de suelos fueron inoculados en plantas de 
Nicotiana benthamiana y Solanum phureja, utilizadas como plantas señuelo o plantas 
trampa, para incrementar el inóculo siguiendo la metodología de Vélez (2007), 
manteniéndose en casa de malla en el Centro Experimental Paysandú, ubicado en el 
corregimiento Santa Elena, municipio de Medellín (bh-MB, 2.550 msnm., temperatura 
media 14°C y precipitación promedio anual de 2.000 mm) (Figura 4.2). Todas las muestras 
fueron procesadas en los laboratorios de Biología Celular y Molecular de la Universidad 
Nacional de Colombia sede Medellín y Sanidad Vegetal del Politécnico Colombiano Jaime 
Isaza Cadavid. 
 
Extracción de ADN. 
Para la obtención del ADN se empleó una modificación de la metodología de Doyle y 
Doyle (1987), a partir de quistosoros extraídos y de tejidos afectados de las plantas de papa 
y plantas señuelo. En este procedimiento es necesaria la maceración con nitrógeno líquido 
de los tejidos y se emplea como buffer de extracción una solución CTAB y 1% 
mercaptoetanol. El lavado de la fase orgánica se realiza con fenol:cloroformo-alcohol 
isoamílico y la precipitación de los ácidos nucleicos con 1 volúmen de etanol absoluto y 0,1 
volúmen de acetato de sodio 3M. Finalmente, el pellet generado es disuelto en agua 
destilada estéril y es sometido a digestión de ARN mediante la adición de ribonucleasa A 
(10 mg/mL) (Ver protocolo 6.2). Cuando la presencia de inhibidores afectaba la eficiencia 
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de la PCR, la extracción de ADN se realizó utilizando el kit DNeasy Plant (Qiagen, 
EEUU), siguiendo las instrucciones del fabricante con una ligera modificación en el paso 
de elución de ADN, que se realizó en dos etapas con 70 µL de agua destilada estéril. Para 
determinar la concentración del ADN extraído, se utilizó la lectura de absorbancia en las 
longitudes de onda de 260 y 280 nm mediante un Nanodrop 2000C (Thermo, EEUU), 
obteniéndose un rango entre 10 y 112 ng de ADN/μL con una relación 260:280 de 1,5 a 1,9 
(Tabla 4.1). La integridad del ADN se determinó realizando electroforesis en gel de agarosa 
al 0,8% en buffer TBE 1X (TBE 5X: 54 g/L Tris; 27,5 g/L de ácido bórico; 20 mL/L de 
EDTA 0,5M pH 8,0) suplementado con bromuro de etidio (10 mg/mL). La visualización de 
las bandas se realizó utilizando el sistema digital de análisis Bio Doc Analyze (Biometra, 
Alemania) (Figura 4.3). 
PCR de ITS del ADNr. 
Para la evaluación de los niveles de variación genética de Sss se realizaron PCR empleando 
los cebadores específicos Spo8 (5' CTG GGT GCG ATT GTC TGT TG 3') y Spo9 (5' CAC 
GCC AAT GGT TAG AGA CG 3') diseñados por Bulman y Marshall (1998), así como los 
cebadores SsF (5´ GTC GGT TCT ACC GGC AGA CC 3´) y SsR (5´ GCA CGC CAA 
TGG TTA GAG ACG 3´), reportados por Qu et al. (2006), que amplifican productos de 
391 y 434 pb de la región ITS del ADNr, respectivamente. Las reacciones de PCR 
incluyeron 0,1 µM de cada cebador, 1 U de Taq ADN polimerasa recombinante 
(Fermentas, Lithuania), 0,2 mM de cada dNTP, 1X de buffer de enzima (100 mM Tris-HCl 
(NH4)2SO2 pH 8,8), 2 mM MgCl2, 1 µL de una dilución 50 ng/µL de ADN y un volumen 
total de 25 µL. Las amplificaciones se realizaron en un termociclador T3 (Biometra) y 
consistieron de una desnaturalización inicial a 98°C por 3 min, seguida por 35 ciclos de 
94°C por 30 s, 55°C por 30 s, 72°C por 1 min y un período final de extensión a 72°C por 10 
min. Luego de la amplificación, se tomaron 5 µL de los productos de reacción y se 
separaron por electroforesis en gel de agarosa al 1,5% tal como se indicó anteriormente.  
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Secuenciación. 
De ser necesario, los amplicones obtenidos fueron purificados mediante los kits QIAquick 
PCR Purification y QIAquick Gel Extraction (Qiagen), para proceder a su secuenciación 
directa en ambas direcciones utilizando los cebadores empleados en la PCR y el kit Big 
Dye Terminator Cycle Sequencing Ready Reaction (PE Applied Biosystems, EEUU). Su 
corrido y separación se realizó en un secuenciador ABI Prism 3730xl (PE Applied 
Biosystems) de la compañía Macrogen (Corea del Sur) (Figura 4.4). 
Las secuencias obtenidas con cada cebador, fueron editadas mediante el software BioEdit 
6.0.6 y Chromas 1.45, construyéndose secuencias consenso y confirmándose su validez por 
comparación con las bases de datos moleculares con el programa BLASTn 
(http://www.ncbi.nlm.nih.gov/BLAST/Blast.cgi) (Figura 4.5). Paralelamente, se obtuvieron 
del GenBank secuencias de Sss de las regiones estudiadas para su alineación con las 
generadas en este trabajo mediante el software Clustal W. Además se utilizaron las 
secuencias de los Plasmodiofóridos: Plasmodiophora brassicae, Polymyxa graminis, 
Polymyxa betae, S. nasturtii y Sorosphaera viticola, como grupos externos de análisis 
(outgroups). Los alineamientos fueron utilizados en la construcción de una matriz Nexus y 
el análisis filogenético se realizó mediante un algoritmo de Máxima Parsimonia utilizando 
el software PAUP 4.0b. Para evaluar el soporte estadístico de cada agrupación, se realizó 
un análisis de Bootstrap con 500 iteraciones. 
 
RFLPs. 
Con el fin de proponer una prueba de diagnóstico molecular de las variantes de Sss, se 
realizó un análisis in silico de RFLPs a partir de las secuencias de Sss generadas en esta 
investigación y otras depositadas en el GenBank. Para esto se utilizó el software webcutter 
2.0 (http://rna.lundberg.gu.se/cutter2/) con las enzimas EcoRV, EcoRI, Bsp143I, Hin6I, 
MspI, Tru1I y TaqI, seleccionadas por ser de fácil acceso para laboratorios de diagnóstico 
molecular y utilizadas en la primera parte de exploración. La validez de la prueba fue 
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confirmada mediante PCR-RFLPs con las enzimas Bsp143I y Hin6I y aislamientos 
representativos de los grupos genéticos principales detectados en el trabajo. Las reacciones 
consistieron de 15 µL, conteniendo 1,5 µL de buffer 10X, 2 µL de enzima y 11,5 µL de 
producto de PCR. Las reacciones fueron incubadas al baño María a 37°C durante 24 h. La 
separación de los fragmentos de restricción se efectuó por electroforesis en gel de agarosa 
al 2,5%. Se evaluaron los patrones electroforéticos obtenidos para cada enzima de 
restricción y se determinó el número de bandas generadas y su tamaño aproximado por 
comparación con el marcador de peso molecular GeneRuler 100pb DNA Ladder Plus 
(Fermentas). 
RESULTADOS 
Colección y procesamiento de muestras.  
Se obtuvieron 210 muestras de tubérculos y raíces de papa con síntomas de Sarna polvosa y 
de suelos con historia de la presencia del patógeno en los departamentos de Antioquia, 
Boyacá, Cundinamarca y Nariño.  Se realizaron análisis filogenéticos con las secuencias 
que presentaron tamaños superiores a 390 pb, lográndose el objetivo de contar con al 
menos 30 secuencias por cada departamento bajo análisis. 
Análisis filogenético de regiones ITS del ADNr.  
Las reacciones de PCR produjeron amplicones del tamaño esperado de ~390 pb con los 
cebadores Spo8-9 (Figura 4.6) y de ~430 pb cuando se usaron los cebadores SsF-SsR, en 
79 y 48 muestras respectivamente. Para el análisis filogenético sólo se incluyeron los 
consensos que resultaron de la secuenciación en ambos sentidos. De esta forma, se 
obtuvieron 33 secuencias de Antioquia, 30 secuencias de Boyacá, 33 secuencias de 
Cundinamarca y 31 secuencias de Nariño, para un total de 127 secuencias completas (Tabla 
4.2). El alineamiento final de las secuencias alcanzó 445 sitios, de los cuales 156 caracteres 
eran constantes, 55 variables pero no informativos y 236 informativos. La longitud del 
árbol filogenético con máxima parsimonia fue de 707, con índices de consistencia (IC) y 
retención (IR) de 0,78 y 0,88, respectivamente. Dado el alto número de muestras 
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secuenciadas se presenta un dendrograma resultado del análisis de redundancia, mediante el 
programa Decrease redundancy (http://web.expasy.org/decrease_redundancy/) (Figura 
4.7). Se presentaron dos grandes clados (A y B) soportados por valores de bootstrap de 
100%; el primer clado corresponde a los aislamientos de Sss, mientras que el otro grupo 
incluyó las demás especies de plasmodiofóridos (S. nasturtii, P. graminis, P. betae y Pl. 
brassicae), que presentaron un alto número de cambios entre ellas. El clado A se subdividió 
a su vez en tres grupos (A1, A2 y A3), dos de los cuales corresponden a los Tipos I (A2) y 
II (A1) definidos por Qu y Christ (2004). En términos porcentuales, ambos Tipos 
representan el 15,7 % (Tipo I) y 18,9% (Tipo II) de los aislamientos de Sss obtenidos en 
Colombia, además se incluyeron secuencias del patógeno provenientes de Estados Unidos, 
Irlanda y Escocia para el Tipo I y de Suiza, Nueva Zelanda y de Reino Unido para el Tipo 
II. El subgrupo que representa el Tipo I de Sss sólo presentó aislamientos obtenidos de 
tubérculos o de suelos, pero no de raíz; mientras que el subgrupo representando el Tipo II 
incluyó indistintamente aislamientos de raíz, tubérculos y suelos. 
Por otra parte, el tercer subgrupo (A3) incluyó el mayor número de aislamientos 
Colombianos de Sss (65,4%), con algunos de sus miembros presentando hasta 10 cambios 
entre ellos. En este subgrupo se encontraron indistintamente aislamientos de los cuatro 
departamentos, diferentes fuentes de muestreo (raíz, tubérculo o suelo) y hospedantes 
(diferentes variedades de S. tuberosum y de S. phureja var. Criolla Colombia). Dadas las 
diferencias en secuencias de estos aislamientos, proponemos nombrar a este grupo como el 
Tipo III de Sss. 
 
El análisis de redundancia permitió también identificar 12 genotipos (Figura 4.8) entre los 
127 aislamientos de Sss de Colombia, cinco de los cuales estuvieron conformados por un 
sólo aislamiento, tres por dos aislamientos y cuatro presentaron más de diez miembros, 
siendo el genotipo 11 representante del Tipo I, el 12 del Tipo II y el 7 y 10 del genotipo III 
(Tabla 4.3), porque los demás genotipos al ser únicos o con tener como máximo dos 
representantes, no fueron definidos a nivel de Tipos. Los niveles de identidad para la región 
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ribosomal secuenciada entre estos genotipos fueron superiores al 95% en todos los casos, 
con una divergencia de 3,3% entre los Tipos I y II; del 5% entre los Tipos I y III y del 2% 
entre el II y III. La divergencia entre secuencias de Sss y otras especies de plasmodiofóridos 
fue mayor al 44%, lo que demuestra la utilidad taxonómica de las regiones ITS para 
establecer relaciones filogenéticas en este grupo de protozoos (Tabla 4.4).  
RFLPs. 
Los análisis de restricción indicaron la existencia de polimorfismos en los sitios de corte de 
algunas de las enzimas empleadas, entre los grupos principales señalados en el análisis 
filogenético. Lo anterior puede ser utilizado con fines prácticos cuando se requiera evaluar 
el genotipo o la mezcla de genotipos asociados a un lote de cultivo, plantas sintomáticas o 
de tubérculo-semilla con síntomas de Sarna polvosa. Por ejemplo, los aislamientos 
representativos del Tipo II de Sss presentan un sitio de corte para Bsp143I (p. 92), mientras 
que para los del Tipo I se presentan dos sitios (p. 97, 340). Los aislamientos del Tipo III 
tienen tres sitios de corte para la enzima Hin6I (p. 222, 283, 352) en contraste con dos sitios 
en los del Tipo I y II (p.226-355; 221-350) (Figura 4.9). Por esto proponemos la realización 
de una prueba simple de PCR-RFLPs, a partir de la amplificación de las regiones ITS con 
cebadores específicos para Sss y su posterior digestión con las enzimas Bsp143I y Hin6I, 
con el fin de identificar los tres Tipos de Sss. Al evaluar la digestión de amplicones 
representantes de los tres Tipos de Sss detectados en el estudio, se validó la utilidad de la 
técnica en geles de agarosa al 2,5%, ya que los perfiles de restricción obtenidos con la 
enzima Hin6I permiten diferenciar a los aislamientos de los Tipos I y II (fragmentos 
visibles de 221 y 129 pb) del Tipo III (fragmentos visibles de 221, 67 y 62 pb) (Figura 
4.10A); mientras que los representantes de los Tipos I y II se diferencian por la digestión 
con la enzima Bsp143I, al generar fragmentos visibles de 243 pb (Tipo I) y de 294 pb (Tipo 
II) (Figura 4.10B). Es importante indicar que los fragmentos inferiores a 50 pb, no se tienen 
en cuenta en este análisis ya que salen del rango de resolución de la electroforesis en geles 
de agarosa. Fragmentos de este tamaño pueden ser visualizados en geles de poliacrilamida 
que ofrecen una mayor resolución. 
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DISCUSIÓN 
La disponibilidad de cultivares de papa resistentes a Sss es una prioridad para el diseño de 
estrategias de manejo de la Sarna polvosa en diferentes países cultivadores de este 
tubérculo en el mundo (Nitzan et al. 2010). Sin embargo, las deficiencias en el 
conocimiento que se tiene de los niveles de variación de Sss y de su ciclo de vida, 
representan un obstáculo para el establecimiento de los programas de mejoramiento 
genético contra este fitopatógeno (Merz y Falloon, 2009). Los estudios genéticos de Sss han 
sido difíciles de aplicar debido a su naturaleza de patógeno obligado que impide su 
aislamiento en medios axénicos, afectando los procesos de extracción de ADN, la 
utilización de marcadores moleculares convencionales como AFLPs, SSR y RAPDs y el 
empleo de cebadores universales comúnmente usados para estudios taxonómicos y 
poblacionales en diferentes microorganismos eucarióticos. Adicionalmente, la 
caracterización patógenica de Sss resulta compleja, ya que el desarrollo de la expresión de 
la Sarna polvosa está fuertemente influenciada por las condiciones ambientales, las 
metodologías de inoculación y los cultivares del hospedante (Qu y Christ, 2006; Jaramillo y 
Botero, 2007). 
 
Afortunadamente, la existencia de cebadores específicos dirigidos a diferentes regiones del 
ADNr como los desarrollados por Bulman y Marshall (1998) y Qu et al., (2006), para 
amplificar la región ITS1, 5.8S e ITS2, han permitido la obtención de secuencias que entre 
otras aplicaciones, permitieron definir la afinidad filogenética de Sss con respecto a otros 
miembros del orden Plasmodiophoridae y demostrar los bajos niveles de identidad de esta 
especie con respecto a la formae specialis nasturtii. Esta misma situación se encontró en 
este estudio, obteniéndose identidades entre Sss y S. nasturtii cercanas al 56%. Los análisis 
intraespecíficos utilizando dichas secuencias, han permitido detectar dos ribotipos 
principales de Sss en el mundo, denominados como I y II. Ambos Tipos han sido 
encontrados en poblaciones de Sss de Australia y Europa (Bulman y Marshall, 1998), 
mientras que en Norte América los aislamientos corresponden exclusivamente al Tipo II 
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(Qu y Christ, 2006). En dicho estudio se encontró que las secuencias del Tipo I diferían con 
respecto a las del Tipo II en tres nucleótidos (p. 60, 127, 157) y una inserción de cinco 
nucleótidos (p. 129 a 133) en el ITS1, mientras que para la región ITS2 se presentan seis 
mutaciones puntuales (p. 348, 367, 399, 402, 461, 475) y dos deleciones (p. 356 y 474), lo 
que en su conjunto equivale a un 2,9% de divergencia entre ambos ribotipos. Estas 
diferencias fueron igualmente encontradas entre los aislamientos colombianos 
representando ambos Tipos, aunque algunos de ellos presentaron mutaciones adicionales; 
por ejemplo el genotipo 12 (conformado por 21 aislamientos) presentó dos cambios con 
respecto al Tipo II reportado en GenBank (Accesión AY604172); mientras que el genotipo 
11 (conformado por 17 aislamientos) tuvo tres cambios con respecto al Tipo I (Accesión 
AY604171). 
 
En Colombia, hasta el presente estudio, se habían realizado dos estudios de variabilidad 
genética de Sss con base en análisis de las regiones ITS del ADNr. En el primero de ellos, 
Hincapié (2006), encontró altos niveles de identidad genética entre los aislamientos de Sss 
secuenciados y analizados mediante PCR-RFLP, lo que condujo al autor a plantear la 
posible ocurrencia de una estructura poblacional clonal para este patógeno en el país. En un 
estudio más reciente, Carreño (2009) utilizando análisis de secuencias ITS y SSCP 
(Polimorfismo Conformacional de Banda Simple), que incluyó un alto número de 
aislamientos de diferentes regiones, estableció la presencia de subpoblaciones del patógeno 
relacionadas con el tipo de órgano afectado. Así, aislamientos con secuencias ITS del Tipo 
I, se asociaron exclusivamente con infecciones de tubérculo, mientras que aquellos del Tipo 
II lo hicieron con síntomas de agallas en raíz. En dicha investigación, se descartó además la 
presencia de patotipos o ecotipos de Sss en Colombia, puesto que en ninguno de los casos 
se observó una asociación entre la variación genética y el cultivar del hospedero o la zona 
geográfica de origen de los aislamientos. Así mismo, se comprobó, que en el país existen 
variantes genéticas de Sss que difieren de las reportadas en otros países, registrándose la 
presencia de cinco haplotipos del patógeno, dos de los cuales corresponden a los Tipos I y 
II, mientras que los tres restantes correspondían a nuevas variantes no reportadas en otros 
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lugares del mundo (Carreño, 2009); desafortunadamente las secuencias resultantes de dicho 
trabajo no fueron publicadas en GenBank y por tanto no pudieron ser incluidas en los 
análisis filogenéticos aquí presentados.  
 
El presente estudio amplia aún más la base de conocimiento de los niveles de variación de 
Sss en Colombia, al detectar 12 genotipos a partir de 127 secuencias de igual número de 
aislamientos del patógeno, obtenidos en cultivos de los cuatro principales departamentos 
productores de papa del país. El análisis filogenético basado en dichas secuencias, definió 
la presencia de un clado que representa a Sss, e incluye los dos Tipos mundialmente 
conocidos para este patógeno (Qu y Christ, 2004), además de un tercer subgrupo (III) que 
presenta un 5% y 2% de divergencia con respecto a los Tipo I y II, respectivamente. Este 
Tipo III contiene la mayor proporción de aislamientos del estudio e integró indistintamente 
cepas de diferentes orígenes geográficos, hospedantes, tejidos sintomáticos y suelo. De gran 
interés resultó el hecho que los aislamientos asociados con el Tipo I, procedían de pústulas 
en tubérculos o de suelos, pero no de agallas de raíz, lo cual confirma la asociación 
realizada por Carreño (2009) para esta variante de Sss. Sin embargo, los aislamientos 
asociados al Tipo II provenían indistintamente de raíz, tubérculos o suelos. A partir de estos 
resultados es necesario evaluar el significado biológico de estas variantes de Sss bajo las 
condiciones agroecológicas de las regiones cultivadoras de papa del país. Así por ejemplo, 
es de interés estudiar las reacciones de las variedades colombianas de papa a dichos 
ribotipos, así como su capacidad de transmisión de PMTV. En este sentido, Ward et al. 
(2005), evaluando el efecto de dos ribotipos de Polymyxa graminis, un plasmodiofórido que 
afecta gramíneas en la zona templada, encontraron que los aislamientos del Tipo II fueron 
detectados principalmente en plantas de trigo y estaban asociados a la transmisión del Soil-
borne cereal mosaic virus (SBCMV), mientras que aquellos del Tipo I afectaban cebada y 
su capacidad de transmisión de SBCMV era muy baja.  
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Los niveles de variación encontrados en esta investigación para el agente causal de la Sarna 
polvosa de la papa en Colombia, condujeron a plantear un método de diagnóstico que 
permita identificar los principales genotipos del patógeno en el país y de esta forma apoyar 
los programas de mejoramiento genético, vigilancia cuarentenaria y de certificación de 
tubérculo-semilla. Para esto se realizó un análisis in silico de RFLPs de regiones ITS del 
ADNr con siete enzimas de restricción de uso frecuente en laboratorios de detección 
molecular de microorganismos. Los resultados demostraron polimorfismos en los sitios de 
corte de algunas de las enzimas utilizadas, dos de las cuales permiten distinguir los tres 
principales grupos definidos por el análisis filogenético. De esta forma se confirmó que la 
digestión con la enzima Hin6I, diferenció los aislamientos de los Tipos I y II de aquellos 
del Tipo III, mientras que el corte con la enzima Bsp143I, separó a los miembros de los 
Tipos I y II. La prueba realizada en este estudio, puede ser implementada con variaciones 
como el uso de digestiones dobles y la utilización de geles de poliacrilamida que generen 
mayor resolución de los fragmentos de restricción de bajo peso molecular; sin embargo el 
esquema aquí presentado ofrece simplicidad y eficiencia en la separación de los tres Tipos, 
sin la necesidad de contemplar todos los productos de la digestión. Adicionalmente a esta 
prueba y con base en los resultados de las secuencias obtenidas en esta investigación y en 
aquella de Gil et al. (2011), nuestro grupo se encuentra diseñando y evaluando pruebas de 
PCR y RT-PCR en tiempo real para la detección asintomática de Sss y de su virus asociado 
PMTV. Se espera que los resultados generados en estas investigaciones, sean incorporados 
rápidamente en los programas de manejo integrado de la Sarna polvosa en Colombia y 
otros países latinoamericanos afectados por esta enfermedad como Venezuela (Rodríguez et 
al. 2009) y Costa Rica (Montero-Astua et al. 2008). 
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4.1 Anexos 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figura 4.1. Síntomas y signos producidos por Spongospora subterranea f. sp. subterranea 
en plantas de papa de Colombia. a. Quistosoros obtenidos de suelo. b. Plasmodios 
formados en raíz de tomate (Solanum esculentum). c. Lesiones tempranas producidas por 
Sarna polvosa en S. tuberosum var. Diacol Capiro. d. Lesiones tardías producidas por Sarna 
polvosa en S. tuberosum var. Diacol Capiro. e, f. Agallas formadas en raíces de S. phureja 
var Criolla Colombia.  
 
 
 
  
d. 
e. f. 
 
c. 
a b 
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Figura 4.2. Plantas señuelo de Nicotiana benthamiana y Solanum phureja var. Criolla 
Colombia, inoculadas con quistosoros provenientes de suelos infestados con Spongospora 
subterranea f. sp. subterranea. 
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Tabla 4.1. Concentración de ADN en muestras obtenidas de suelo, agallas o raíces de 
plantas infectadas con Spongospora subterranea f. sp. subterranea. 
MUESTRA A260 A280 
RELACIÓN 
260/280 
CONCENTRACIÓN 
de ADN ng/ µl 
AB1 0,806 0,465 1.73 40,3 
AB2 0,421 0,244 1.72 21 
Se7 0,276 0,149 1.84 13,8 
Se8 0,743 0,415 1.79 37,1 
MA11 2,244 1,366 1.64 112,2 
MA61 0,277 0,158 1.76 13,9 
MA39 2,135 1,512 1.41 106,7 
MA56 0,823 0,361 2.28 41,2 
MA60 0,21 0,101 2.08 10,5 
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Figura 4.3. Gel de extracción de ADN a partir de muestras de tubérculos, agallas o raíces 
de S. tuberosum y de raíces de N. benthamiana. Carril 1: Marcador de peso 100 pb, carril 2-
4: muestras MA16, MA17, MA18, MA11, MA39. 
 
 
 
 
500 pb 
      1         2         3         4         5          6 
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Figura 4.4. Electroferograma de la región ITS del ADN ribosomal de Spongospora 
subterranea f. sp. subterranea con el cebador Spo8. 
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Figura 4.5. Resultados obtenidos a partir del BLAST de las secuencias de la región ITS del 
ADN ribosomal de Spongospora subterranea f. sp. subterranea de Colombia.
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Figura 4.6. Amplicones obtenidos con los cebadores Spo8-Spo9 (390 pb) a partir de ADN 
de muestras de tejido de raíz y tubérculos de Solanum tuberosum, S. phureja y Nicotiana 
benthamiana, con presencia de quistosoros de Spongospora subterranea f.sp. subterranea 
de cultivos de papa de los departamentos de Antioquia y Boyacá, Colombia. Carril 1: 
Marcador de peso molecular de 100 pb (Fermentas), carriles 2 a 6: muestras SE10, SE11, 
SE13, SE18; carril 7 control negativo.  
 
 
 
 
500 pb 
100 pb 
390 pb 
     1       2       3        4       5       6       7 
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Tabla 4.2. Procedencia de muestras de raíz y tubérculos con síntomas de Sarna polvosa y 
de suelos de lotes con registro histórico de la enfermedad en cuatro Departamentos 
cultivadores de papa de Colombia. 
 
ANTIOQUIA CUNDINAMARCA 
MUESTRA MUNICIPIO PROCEDENCIA MUESTRA MUNICIPIO PROCEDENCIA 
SE13 Santa Rosa 
Raíz,  S. tuberosum var.  Diacol 
Capiro 
SE8 Zipaquirá 
Raíz, S. tuberosum var. Parda 
Pastusa 
SE18 La Unión 
Tubérculo, S. tuberosum var. 
Diacol Capiro 
SE8.1 Zipaquirá 
Raíz, S. tuberosum var. Parda 
Pastusa 
32UN La Unión Suelo de lote con S. tuberosum SE9 Zipaquirá 
Raíz, S. tuberosum var. Parda 
Pastusa 
33UN La Unión Raíz, S. tuberosum SE9.1 Zipaquirá 
Raíz, S. tuberosum var. Parda 
Pastusa 
34UN La Unión Raíz, accesión C131-R2 SE12 Zipaquirá 
Suelo con señuelo de N. 
benthamiana 
35UN La Unión Raíz, S. tuberosum SE14 Villapinzón 
Raíz, S. tuberosum var. Parda 
Pastusa 
80C La Unión Raíz, S. tuberosum SE15 Villapinzón 
Raíz, S. tuberosum var. Pastusa 
Suprema 
79C La Unión Suelo de lote con S. tuberosum SE16 Villapinzón 
Raíz, S. tuberosum var. Parda 
Pastusa 
78C La Unión Suelo de lote con S. tuberosum SE17 Villapinzón 
Tubérculo, S. tuberosum var. 
Diacol Capiro 
35 COL La Unión Suelo de lote con S. tuberosum SE19 Zipaquirá 
Raíz , S. tuberosum var. Parda 
Pastusa 
34COL La Unión Raíz, S. tuberosum SE20 Zipaquirá 
Raíz, S. tuberosum var. Parda 
Pastusa 
32COL La Unión Tubérculo, S. tuberosum SE21 Villapinzón 
Raíz, S. tuberosum var. Parda 
Pastusa 
30COL La Unión Suelo de lote con S. tuberosum 4fb Ventaquemada Raíz, S. tuberosum 
29COL La Unión Suelo de lote con S. tuberosum 5fb Villapinzón Raíz, S. tuberosum 
12fb La Unión Suelo de lote con S. tuberosum 9fb Zipaquirá Raíz, S. tuberosum 
11fb La Unión Raíz, S. tuberosum 10fb Zipaquirá Raíz, S. tuberosum 
1MR Santa Rosa 
Tubérculo, S. tuberosum var. 
ICA Nevada 
MA20 Tabio 
Raíz, S. phureja var. Criolla 
Colombia 
7MR Santa Rosa 
Raíz, S. tuberosum var. Diacol 
Capiro 
MA21 Subachoque 
Raíz, S. tuberosum var. Parda 
Pastusa 
8MR Santa  Rosa 
Tubérculo, S. tuberosum var. 
Diacol Capiro 
MA22 Villapinzón 
Raíz, S. tuberosum var. ICA  
Pastusa Suprema 
9MR La Unión 
Tubérculo, S. phureja var. 
Criolla Colombia 
MA23 Tabio 
Raíz, S. tuberosum var. Parda 
Pastusa 
11MR La Unión 
Tubérculo, S. tuberosum var. 
Diacol Capiro 
MA24 Zipaquirá 
Raíz, S. tuberosum var. Parda 
Pastusa 
12MR Santa Rosa 
Tubérculo, S. tuberosum var. 
Diacol Capiro 
MA25 Tabio 
Raíz, S. phureja var. Criolla 
Colombia 
13MR Santa Rosa 
Tubérculo, S. phureja var. 
Criolla Colombia 
MA50 Desconocido Tubérculo, S. tuberosum 
14MR La Unión 
Tubérculo, S. tuberosum var. 
Diacol Capiro 
MA51 Villapinzón 
Suelo con señuelo de S. phureja 
var. Criolla Colombia 
AB2 La Unión Raíz S. phureja accesión C87SJ MA52 Villapinzón 
Suelo con señuelo de N. 
benthamiana 
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AB3 La Unión Raíz S. phureja accesión C81SJ MA53 Villapinzón 
Suelo con señuelo de N. 
benthamiana 
AB4 La Unión Raíz S. phureja accesión C3SJ MA54 Tabio 
Suelo con señuelo de S. phureja 
var. Criolla Colombia 
AB6 La Unión Raíz S. phureja accesión C8C MA55 Tabio 
Suelo con señuelo de N. 
benthamiana 
AB7 La Unión Raíz S. phureja accesión C3C MA56 Zipaquirá 
Raíz, S. phureja var. Criolla 
Colombia 
AB8 Santa Rosa 
Tubérculo, S. tuberosum var.  
Diacol Capiro 
MA57 Tabio 
Raíz, S. tuberosum var. Parda 
Pastusa 
MA1 La Unión 
Raíz, S. phureja var. Criolla 
Colombia 
MA58 Subachoque 
Raíz, S. tuberosum var. Parda 
Pastusa 
MA2 Santa Rosa 
Tubérculo, S. tuberosum var. 
Diacol Capiro 
MA59 Villapinzón 
Tubérculo, S. tuberosum var.  
Diacol Capiro 
MA41 La Unión 
Raíz S. phureja var. Criolla 
Colombia 
MA60 Villapinzón 
Suelo con señuelo de S. phureja 
var. Criolla Colombia 
BOYACÁ NARIÑO 
MUESTRA MUNICIPIO PROCEDENCIA MUESTRA MUNICIPIO PROCEDENCIA 
SE10 Tunja 
Raíz, S. phureja var. Criolla 
Colombia 
SE7 Pasto 
Suelo con señuelo de N. 
benthamiana 
SE10.1 Tunja 
Raíz, S. phureja var. Criolla 
Colombia 
SE7.1 Pasto 
Suelo con señuelo de N. 
benthamiana 
SE11 Soracá 
Raíz, S. phureja var. Criolla 
Colombia 
37COL Pasto 
Raíz, S. tuberosum var. Parda 
Pastusa 
SE22 Soracá 
Raíz, S. phureja var. Criolla 
Colombia 
36COL Pasto 
Raíz, S. tuberosum var. Parda 
Pastusa 
SE23 Tunja Tubérculo, S. tuberosum MA27 Pasto 
Suelo con señuelo de N. 
benthamiana 
SE24 Tunja Tubérculo, S. tuberosum MA28 Pasto 
Suelo con señuelo de S. phureja 
var. Criolla Colombia 
3fb Tunja Raíz, S. tuberosum MA31 Pasto 
Suelo con señuelo de S. phureja 
var. Criolla Colombia 
AB1 Tunja Tubérculo, S. tuberosum MA32 Pasto 
Suelo con señuelo de N. 
benthamiana 
AB9 Oicatá 
Suelo con señuelo de N. 
benthamiana 
MA33 Pasto 
Suelo con señuelo de S. phureja 
var. Criolla Colombia 
AB10 Oicatá 
Suelo con señuelo de N. 
benthamiana 
MA34 Pasto 
Suelo con señuelo de N. 
benthamiana 
AB12 Soracá 
Suelo con señuelo de S. 
phureja var. Criolla Colombia 
MA35 Pasto 
Suelo con señuelo de S. phureja 
var. Criolla Colombia 
MA3 Oicatá 
Suelo con señuelo de N. 
benthamiana 
MA36 Pasto 
Suelo con señuelo de S. phureja 
var. Criolla Colombia 
MA4 Oicatá 
Suelo con señuelo de S. 
phureja var. Criolla Colombia 
MA37 Pasto 
Suelo con señuelo de S. phureja 
var. Criolla Colombia 
MA5 Oicatá 
Suelo con señuelo de N. 
benthamiana 
MA38 Ipiales 
Suelo con señuelo de N. 
benthamiana 
MA7 Siachoque 
Suelo con señuelo de N. 
benthamiana 
MA39 Ipiales 
Suelo con señuelo de N. 
benthamiana 
MA9 Soracá 
Suelo con señuelo de S. 
phureja var. Criolla Colombia 
MA40 Ipiales 
Suelo con señuelo de S. phureja 
var. Criolla Colombia 
MA11 Soracá 
Suelo con señuelo de N. 
benthamiana 
MA61 Pasto 
Suelo con señuelo de N. 
benthamiana 
MA12 Soracá 
Suelo con señuelo de S. 
phureja var. Criolla Colombia 
MA62 Pasto 
Suelo con señuelo de S. phureja 
var. Criolla Colombia 
MA14 Tunja 
Suelo con señuelo de N. 
benthamiana 
MA64 Pasto 
Suelo con señuelo de N. 
benthamiana 
MA15 Siachoque 
Tubérculo S. tuberosum var.  
Diacol Capiro 
MA65 Pasto 
Suelo con señuelo de S. phureja 
var. Criolla Colombia 
MA16 Tunja Tubérculo S. tuberosum MA66 Pasto 
Suelo con señuelo de N. 
benthamiana 
MA17 Tunja Tubérculo S. tuberosum MA67 Pasto Suelo con señuelo de N. 
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benthamiana 
MA18 Tunja Tubérculo S. tuberosum MA68 Pasto 
Suelo con señuelo de S. phureja 
var. Criolla Colombia 
MA19 Tunja Tubérculo S. tuberosum MA69 Pasto 
Suelo con señuelo de N. 
benthamiana 
MA42 Soracá 
Suelo con señuelo de N. 
benthamiana 
MA70 Pasto 
Suelo con señuelo de N. 
benthamiana 
MA43 Soracá 
Suelo con señuelo de S. 
phureja var. Criolla Colombia 
MA71 Pasto 
Suelo con señuelo de S. phureja 
var. Criolla Colombia 
MA44 Soracá 
Suelo con señuelo de N. 
benthamiana 
MA72 Ipiales 
Suelo con señuelo de N. 
benthamiana 
MA45 Siachoque 
Tubérculo, S. tuberosum var. 
Diacol Capiro 
MA73 Ipiales 
Suelo con señuelo de S. phureja 
var. Criolla Colombia 
MA46 Tunja Tubérculo, S. tuberosum MA75 Ipiales 
Suelo con señuelo de N. 
benthamiana 
MA49 Tunja Tubérculo, S. tuberosum MA76 Ipiales 
Suelo con señuelo de N. 
benthamiana 
   MA77 Ipiales 
Suelo con señuelo de S. phureja 
var. Criolla Colombia 
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Figura 4.7. Árbol filogenético basado en secuencias de la región ITS1, 5.8S e ITS2 del 
ADN ribosomal de Spongospora subterranea f.sp. subterranea (Sss) de cultivos de papa de 
Colombia y otros países del mundo. Como grupos externos de análisis se presentan 
secuencias de otras especies de plasmodiofóridos. Método de máxima parsimonia 
utilizando la opción Heuristic search del programa PAUP 4,0b. Los valores de Bootstrap (> 
80%) se indican en la parte inferior de las ramas. En letras mayúsculas se presentan las 
denominaciones de los clados y subclados. Adicionalmente se indican los grupos que 
representan los Tipos de Sss. 
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 Sss TIPO I 
395 base pairs 
Graphic map | Table by enzyme name                                                                         
                                                                            
  MspI                                           TaqI                       
cccgggtgcgattgtctgttgaagggtgacgcccgctctggggctagctcgaaaccttatgcaaaccgttttcgg base 
pairs 
gggcccacgctaacagacaacttcccactgcgggcgagaccccgatcgagctttggaatacgtttggcaaaagcc 1 to 
75 
                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                    
                      Bsp143I Tru1I            Tru1I      EcoRV                
atactgaacttactaaagtggatcatttaactaaatacaactcttaacagtggatatcttggttcccacaacgat base 
pairs 
tatgacttgaatgatttcacctagtaaattgatttatgttgagaattgtcacctatagaaccaagggtgttgcta 76 to 
150                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                        
                                        EcoRI                               
gaagaacgcagcgaaatgcgatacgtaatgcgaattgcagaattcagtgaatcatcaaatctttgaacgcaagtt base 
pairs 
cttcttgcgtcgctttacgctatgcattacgcttaacgtcttaagtcacttagtagtttagaaacttgcgttcaa 151 
to 225   
                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                  
 Hin6I TaqI  EcoRV                                      MspI                
gcgctttcgagatatccttgaaagcatgcctctttgagtgtcggtttctattctcccggaaacgccgtgtgcgtg base 
pairs 
cgcgaaagctctataggaactttcgtacggagaaactcacagccaaagataagagggcctttgcggcacacgcac 226 
to 300  
                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                              
                                        Bsp143I    MspI Hin6I                
aaggggactctgagctctggtcggtccatggcttgaaagatcatgcaacccggtgcgcgtctctggcttctgatt base 
pairs 
ttcccctgagactcgagaccagccaggtaccgaactttctagtacgttgggccacgcgcagagaccgaagactaa 301 
to 375                                                                                                                                                                                                                                                                  
                       
cgtctctaaccattggcgtg  base pairs 
gcagagattggtaaccgcac  376 to 395                                                                  
 
Table by Enzyme Name 
 
 
Enzyme       No.  Positions                        Recognition 
name         cuts of sites                         sequence 
Bsp143I       2   97 340                           ga/tc              More info 
EcoRI         1   190                              g/aattc            More info 
EcoRV         2   130 238                          gat/atc            More info 
Hin6I         2   226 355                          g/cgc              More info 
MspI          3   2 281 350                        c/cgg              More info 
TaqI          2   49 232                           t/cga              More info 
Tru1I         2   102 119                          t/taa              More info 
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Sss TIPO II 
390 base pairs 
Graphic map | Table by enzyme name                                                                                                                                                      
                                                 TaqI                       
cctgggtgcgattgtctgttgaagggtgacgcccgctctggggctagctcgaaaccttatgcaaaccgtattact base 
pairs 
ggacccacgctaacagacaacttcccactgcgggcgagaccccgatcgagctttggaatacgtttggcataatga 1 to 
75                                                                                                                                                                                                                              
                                                                                                                                                      
                 Bsp143I Tru1I            Tru1I      EcoRV                     
gaacttactaaagtggatcgtttaactaaatacaactcttaacagtggatatcttggttcccacaacgatgaaga base 
pairs 
cttgaatgatttcacctagcaaattgatttatgttgagaattgtcacctatagaaccaagggtgttgctacttct 76 to 
150 
                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                       
                                   EcoRI                               Hin6I 
acgcagcgaaatgcgatacgtaatgcgaattgcagaattcagtgaatcatcaaatctttgaacgcaagttgcgct base 
pairs 
tgcgtcgctttacgctatgcattacgcttaacgtcttaagtcacttagtagtttagaaacttgcgttcaacgcga 151 
to 225 
                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                    
  TaqI  EcoRV                                      MspI                     
ttcgagatatccttgaaagcatgcctctttgagtgtcggtttctattctcccggaaacgccctgtgcgtggaagg base 
pairs 
aagctctataggaactttcgtacggagaaactcacagccaaagataagagggcctttgcgggacacgcaccttcc 226 
to 300   
                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                               
                                             MspI Hin6I                     
ggactatgagctctggtcggtccatggcttgaaagattatccaaccggtgcgcgtctctggcttctgattcgtct base 
pairs 
cctgatactcgagaccagccaggtaccgaactttctaataggttggccacgcgcagagaccgaagactaagcaga 301 
to 375                                                                                                                                                                                                                                                                   
                  
ctanccattggcgtg  base pairs 
gatnggtaaccgcac  376 to 390                                                   
 
Table by Enzyme Name 
 
Enzyme       No.  Positions                        Recognition 
name         cuts of sites                         sequence 
 
Bsp143I       1   92                               ga/tc              More info 
EcoRI         1   185                              g/aattc            More info 
EcoRV         2   125 233                          gat/atc            More info 
Hin6I         2   221 350                          g/cgc              More info 
MspI          2   276 345                          c/cgg              More info 
TaqI          2   49 227                           t/cga              More info 
Tru1I         2   97 114                           t/taa              More info 
 
Figura 4.8. Análisis virtual de restricción de la región ITS del ADNr de ribotipos de S. 
subterranea de Colombia con las enzimas Bsp143I, EcoRI, EcoRV, Hin6I, MspI, TaqI y 
Tru1I, mediante el programa Web-cutter. 
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Tabla 4.3. Genotipos y análisis de RFLPs con siete enzimas de restricción de aislamientos 
de Spongospora subterranea f.sp. subterranea identificados en Colombia a partir de 
análisis de secuencias de las regiones ITS1, 5.8S e ITS2 del ADN ribosomal.  
 
GENOTIPO RFLP´s MUESTRAS 
PROPORCIÓN 
(%) 
1 
Bsp143I 1: 92; 
EcoRI 1: 185; 
EcoRV 2: 125 233; 
Hind6I 2: 221 351; 
MspI 2: 276, 346; 
TaqI 2: 227; Tru1I 
2: 97 114 
AB12, 34UN 1.6 
2 
Bsp143I  1: 93; 
EcoRI 1: 186; 
EcoRV 2: 126 234; 
Hind6I 3: 222 283 
352; MspI 2: 277 
347; TaqI 1: 49 228; 
Tru1I 2: 98 115 
32UN, 78C 1.6 
3 
Bsp143I  1: 93; 
EcoRI 1: 186; 
EcoRV 2: 126 234; 
Hind6I 3: 222 283 
352; MspI 2: 277 
347; TaqI 2: 49 228; 
Tru1I 2: 98 115 
11MR 0.8 
4 
Bsp143I  1: 93; 
EcoRI 1: 186; 
EcoRV 2: 126 234; 
Hind6I 3: 222 283 
352; MspI 2: 277 
347; TaqI 2: 49 228; 
Tru1I 2: 98 115  
9MR 0.8 
5 
Bsp143I  2: 96 339; 
EcoRI 1: 189; 
EcoRV 2: 129 237; 
Hind6I 2: 225 354; 
MspI 2: 280 349; 
TaqI 1: 231; Tru1I 
2: 101 118 
8MR, 13MR 1.6 
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6 
Bsp143I  2:  97 340; 
EcoRI 1: 190;  
EcoRV 2: 130 238; 
Hind6I 2: 226 355; 
MspI 2: 281 350; 
TaqI 1: 232; Tru1I 
2: 102 119 
MA12 0.8 
7 
Bsp143I 1:  93; 
EcoRI 1: 186; 
EcoRV 2: 126 234; 
Hind6I 3: 222 283 
352; MspI 2: 277 
347; TaqI 2: 49 228; 
Tru1I 2: 98 115 
MA37, SE7,  SE8, SE9, SE10, 
SE11, SE12, SE13, SE14, SE15, 
SE16, 80C, 79C, 37COL, 36COL, 
35COL, 34COL, 32COL, 30COL, 
12FB, 10FB, 11FB, 9FB, 1MR, 
SE7.1, SE8.1, SE9.1, SE10.1, AB2, 
AB3, AB4, AB6, AB7, MA1, MA7, 
MA9, MA14, MA20, MA21, MA22, 
MA23, MA24, MA25, MA28, 
MA31, MA32, MA33, MA34, 
MA35, MA36 
39.3 
8 
Bsp143I  2: 92 309; 
EcoRI 1: 185; 
EcoRV 2: 125 233;  
Hind6I 3: 221 289 
351; MspI 2: 276 
346; TaqI 2: 49 227; 
Tru1I 2: 97 114   
MA40 0.8 
9 
Bsp143I  1: 92; 
EcoRI 1: 185; 
EcoRV 2: 125 233; 
Hind6I 3: 221 282 
351; MspI 3: 2 276 
346; TaqI 1: 227; 
Tru1I 2: 97 114 
MA43 0.8 
10 
Bsp143I  1: 93; 
EcoRI 1: 186; 
EcoRV 2: 126 234; 
Hind6I 3: 222 283 
352; MspI 3: 2 277 
347; TaqI 2: 49 228; 
Tru1I 2: 98 115 
29COL, 33UN, MA4, MA41, 
MA42, MA51, MA52, MA55, 
MA56, MA57, MA58, MA59, 
MA60, MA62, MA64, MA65, 
MA68, MA69, MA71, MA72, 
MA76, SE19, SE20, SE21, SE22,  
3FB,  4FB, 14MR 
22 
11 
Bsp143I  2: 97 340; 
EcoRI 1: 190;  
EcoRV 2: 130 238; 
Hind6I 2: 226 355; 
MspI 3: 2 281 350; 
TaqI 2: 49 232;  
Tru1I 2: 102 119 
SE17, 12MR, AB1, AB8, MA2, 
MA15, MA16, MA17, MA18, 
MA19, MA45, MA46, MA49, 
MA50, MA53, SE23, SE24 
13.4 
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12 
Bsp143I  1: 92; 
EcoRI 1: 185; 
EcoRV 2: 125 233; 
Hind6I 2: 221 350; 
MspI 2: 276 345; 
TaqI 2: 49 227; 
Tru1I 2: 97 114  
SE18, 35UN, 7MR, AB9, AB10, 
MA3, MA4, MA5, MA11, MA27, 
MA38, MA39, MA44, MA61, 
MA66, MA67, MA70, MA73, 
MA75, MA77, 5FB 
16.5 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 81 
 
Tabla 4.4. Matriz de identidad basado en secuencias de las regiones ITS1, 5.8S e ITS2 del 
ADN ribosomal de aislamientos de Spongospora subterranea f.sp. subterranea de 
Colombia y otros países del mundo. Se incluyen a S. nasturtii y Plasmodiophora brassicae 
como especies externas de análisis.  
 
 
 
 
 
 
SECUENCIA SE17 SE18 MA37 29COL AY604172  AY604171  AF310907  EF593112 AF102820 AF102819 EF195335  AF104308 
SE17 Sss 
Colombia. 
Tipo I 
ID 0,962 0,957 0,952 0,964 0,992 0,564 0,959 0,992 0,964 0,586 0,959 
SE18 Sss 
Colombia. 
Tipo II 
0,962 ID 0,979 0,974 0,992 0,959 0,574 0,987 0,959 0,992 0,584 0,987 
MA37 Sss 
Colombia. 
Tipo III 
0,957 0,979 ID 0,984 0,982 0,954 0,579 0,977 0,954 0,982 0,598 0,977 
29COL Sss 
Colombia. 
Tipo III 
0,952 0,974 0,984 ID 0,982 0,959 0,579 0,977 0,959 0,982 0,6 0,977 
AY604172 
Sss  EEUU. 
TipoII 
0,964 0,992 0,982 0,982 ID 0,967 0,577 0,994 0,967 1 0,589 0,994 
AY604171 
Sss EEUU. 
Tipo I 
0,992 0,959 0,954 0,959 0,967 ID 0,564 0,962 1 0,967 0,59 0,962 
AF310907. S. 
nasturtii 
0,564 0,574 0,579 0,579 0,577 0,564 ID 0,579 0,564 0,577 0,566 0,574 
EF593112 Sss 
Suiza 
0,959 0,987 0,977 0,977 0,994 0,962 0,579 ID 0,962 0,994 0,589 0,989 
AF102820 
Sss Escocia 
0,992 0,959 0,954 0,959 0,967 1 0,564 0,962 ID 0,967 0,59 0,962 
AF102819 
Sss Nueva 
Zelanda 
0,964 0,992 0,982 0,982 1 0,967 0,577 0,994 0,967 ID 0,589 0,994 
EF195335. P. 
brassicae 
0,586 0,584 0,598 0,6 0,589 0,59 0,566 0,589 0,59 0,589 ID 0,589 
AF104308 
Sss Reino 
Unido 
0,959 0,987 0,977 0,977 0,994 0,962 0,574 0,989 0,962 0,994 0,589 ID 
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Figura 4.9. Diagrama de RFLPs de la región ITS1, 5.8S e ITS2 del ADN ribosomal de 
Spongospora subterranea f.sp. subterranea (Sss) con las enzimas de restricción Bsp143I y 
Hin6I que permiten determinar los tres Tipos de Sss identificados en este trabajo. En la 
izquierda se indican los genotipos representativos de cada Tipo (ver Tabla 3) y entre 
paréntesis los sitios de corte referidos al Tipo I. 
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Figura 4.10. (A). Gel de RFLPs con la enzima Hind6I con tres muestras de los Tipos I, II y 
III de Sss detectados en el estudio. 1. Marcador de peso 100 pb, 2. Producto sin digerir Tipo 
I, 3-5. Digestión de muestras Tipo I, 6. Producto sin digerir Tipo II, 7-9. Digestión de 
muestras Tipo II, 10. Producto sin digerir Tipo III, 11-13. Digestión de muestras Tipo III, 
14. Marcador de peso 100 pb. (B) Gel de RFLPs con la enzima Bsp143I con una muestra 
del Tipo I y II de Sss. 1. Marcador de peso 100 pb, 2. Producto sin digerir del Tipo II, 3. Sin 
muestra, 4. Digestión de muestra Tipo I, 5. Digestión de muestra Tipo II, 6. Marcador de 
peso 100 pb. Con flechas se marcan los productos digeridos que presentan resolución 
apropiada en geles de agarosa al 2,5%. 
 
 
 
 
 
 
A.  B. 
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Resumen 
El PMTV es un virus prevalente en los cultivos de papa de los Andes. Sin embargo, en esta 
región es muy bajo el conocimiento de su biología, patogenicidad y diversidad. Con el fin 
de suplir la falta de información sobre este último aspecto, en esta investigación se 
obtuvieron secuencias de los genes de la cápside viral (CP) y del TGB2 de cepas de PMTV 
de los cuatro principales departamentos cultivadores de papa en Colombia. Adicionalmente, 
dos de los aislamientos fueron secuenciados en >83% de sus ARN 2 y 3. Los análisis 
filogenéticos basados en CP indicaron la presencia de dos clados. El primero contiene cepas 
de referencia mundial de PMTV en conjunto con 19 de las cepas de este estudio; mientras 
que el segundo clado sólo agrupó cepas de Colombia, las que compartieron menos de 76% 
de identidad con el primer grupo. Esto posiblemente indica la ocurrencia de una nueva 
especie de pomovirus, aunque se requiere la secuenciación de todo el genoma para 
confirmar dicha hipótesis taxonómica. El análisis del TGB2 generó un solo clado, 
agrupando indistintamente las cepas colombianas de PMTV con las de otros países. El 
análisis de los segmentos 2 y 3 del genoma viral, indicó que los aislamientos colombianos 
compartían >94% de identidad con las secuencias de cepas de República Checa y Suecia. 
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Se espera que estos hallazgos sean utilizados para el diseño de herramientas de diagnóstico 
del PMTV en los Andes, que apoyen los programas de certificación de tubérculo-semilla y 
mejoramiento genético de papa. 
 
Palabras clave: Potato mop-top virus, RT-PCR, Secuenciación, Solanum tuberosum 
 
Abstract 
PMTV is a prevalent virus in potato crops in the Andes. However little is known about its 
biology, pathogenicity and diversity. In order to fill these gaps in knowledge, genes 
encoding for the viral coat protein (CP) and the triple gene block (TGB2) were sequenced 
from PMTV isolates obtained in the top four potato-producing provinces in Colombia. 
Additionaly, RNA2 and RNA3 from two isolates were almost sequenced to completion 
(>83%). Phylogenetic analysis based on the CP sequence revealed the presences of two 
clades. The first clade included reference strains from all over the world and 19 Colombian 
PMTV isolates. The second clade shared less than 76% identity with clade 1, suggesting a 
new pomovirus species. Complete genome sequencing is required to confirm this 
hypothesis. Phylogenetic analysis using the TGB2 gene grouped all sequences in a single 
clade. Sequence analysis of segments 2 and 3 of the viral genomes revealed >94% sequence 
identity with PMTV isolates from Czech Republic and Sweden. These findings will be 
helpful in the development of diagnostic tools for PMTV in the Andes and will support 
tuber-seed certification and genetic improvement programs. 
 
Key words: Potato mop-top virus, RT-PCR, Sequencing, Solanum tuberosum  
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INTRODUCCIÓN 
El Potato mop-top virus (PMTV), es la especie tipo del género Pomovirus y recientemente 
se ha clasificado en la nueva familia Virgaviridae (Adams et al. 2009). Su rango de 
hospedantes incluye un número limitado de especies vegetales de las familias Solanaceae y 
Chenopodiaceae, siendo la papa (Solanum tuberosum L.) su principal hospedante desde el 
punto de vista económico (Kirk, 2008). Es transmitido por tubérculo semilla infectado y 
por zoosporas del plasmodiofórido Spongospora subterranea (Wallroth) Lagerheim f. sp. 
subterranea Tomlinson (Sss), agente causal de la sarna polvosa de la papa (Harrison y 
Jones 1970). Su presencia se ha registrado principalmente en regiones con climas húmedos 
y fríos como el Norte de Europa (Noruega, Suecia, Dinamarca y Finlandia), las islas 
Británicas (Irlanda, Inglaterra, Escocia), Norte América (EEUU y Canadá), Japón, las zonas 
montañosas de Costa Rica y los Andes Suraméricanos (Perú, Colombia, Bolivia) (Xu et al. 
2004; Salazar, 2006; Montero-Astúa et al. 2008; Nakayama et al. 2010; Santala et al. 
2010). A pesar de que se considera que el PMTV es originario de los Andes, su presencia 
en Colombia sólo fue detectada en el año 2007 (Vélez, 2007) y reconfirmada con base en 
análisis de secuencias de la cápside viral (CP) y el segundo gen del triple bloque (TGB2) en 
2011 (Gil et al. 2011). Este virus puede causar pérdidas de hasta 26% en el rendimiento del 
cultivo de la papa, lo que sumado al efecto del daño ocasionado por su vector Sss, pudiera 
ascender a rangos de 50 a 80% (Jones y Harrison, 1972; Guerrero, 1997; 2000). Sin 
embargo, dichos niveles de pérdidas dependen de la susceptibilidad de las variedades 
cultivadas (Xu et al. 2004; Santala et al. 2010), las variantes del patógeno (Harrison y 
Jones, 1970; Nielsen y Nicolaisen,  2003) y fundamentalmente de las condiciones 
medioambientales prevalentes durante su infección (Davey, 2009; Latvala-Kilby et al. 
2009; Roos et al. 2011).  
 
El PMTV es un virus tripartita con  morfología de varilla rígida de 18-20 nm en diámetro y 
longitudes de 290-310 nm, 150-160 nm y 65-80 nm. Cada partícula contiene una molécula 
de ARN de cadena sencilla con polaridad positiva (ARNss+) con tamaños de 6043 nt (ARN 
1), 3134 nt (ARN 2) y 2964 nt (ARN 3). El ARN 1 codifica para una proteína que tiene 
motivos de metiltransferasa y helicasa (ORF 1) y una proteína generada por supresión del 
codón de finalización del ORF 1 con motivos de RdRp (Savenkov et al. 1999; 2003). El 
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ARN 2 contiene un ORF para la proteína de la cápside de 20 kDa. También codifica para 
una proteína de 90 kDa generada por lectura continua (readthrough, CP-RT) gracias a la 
presencia de un codón de finalización amber en el gen CP. Diversos estudios han indicado 
que esta proteína RT esta involucrada en la transmisión por Sss del PMTV, siendo incluso 
posible su localización asociada con los extremos de las partículas virales, mediante 
análisis de inmuno-marcaje (Cowan et al. 1997). En este sentido, Torrance et al. (1999) 
demostraron que una deleción de 109 nt en el extremo 3´ de las secuencias del dominio CP-
RT de aislamientos de PMTV de Escocia, estaban asociadas con su imposibilidad de 
transmisión por Sss.  
 
El ARN 3 codifica para cuatro polipéptidos de 51, 21, 13 y 8 kDa, respectivamente. Los 
primeros tres presentan secuencias similares a proteínas del triple bloque de genes (TGB) 
involucradas en el movimiento de célula a célula de algunos virus de plantas. Las TGBs de 
los pomovirus hacen parte de la clase 1 o grupo hordei de estas proteínas, en conjunto con 
las codificadas por otros géneros de la familia Virgaviridae y del género Hordeivirus. Se 
cree que TGB2 y TGB3 asisten a TGB1 en su función de trasportar el genoma viral a través 
de los plasmodesmos de las células vegetales (Lim et al. 2008; 2009). Recientemente, se 
encontró mediante fusión de la región N-terminal de TGB1 con la proteína verde 
fluorescente (GFP, por sus siglas en inglés) que TGB1 se localizaba en la región nucleolar 
y de microtúbulos, infiriéndose además que aparentemente esta proteína interactúa con los 
factores de transcripción del hospedante (Wright et al., 2010).   
 
La cuarta proteína (8 kDa) es rica en cisteína (CRP) y aparentemente esta involucrada en el 
movimiento sistémico del PMTV en las plantas y en la expresión de síntomas necróticos en 
hospedantes experimentales. Interesantemente, otros pomovirus no codifican para una 
proteína 8 kDa como la presente en PMTV y sus niveles de identidad con CRPs presentes 
en otros géneros como Hordeivirus, Tobravirus y Furovirus son muy bajos (Lukhovitskaya 
et al. 2005). 
 
Los síntomas que causa PMTV en papa se manifiestan por agrietamientos en la superficie 
de los tubérculos, pudiendo estar acompañados por la presencia de anillos necróticos en la 
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corteza o incluso la parte interna del mismo, síntoma conocido como ¨Spraing¨ (Calvert y 
Harrison, 1966). En las hojas de las plantas infectadas se puede observar un moteado en 
forma de V tipo “aucuba”, además de la distorsión del follaje y el acortamiento de los 
entrenudos (¨mop-top¨) (Carnegie et al. 2009). En la región Andina, no es frecuente 
observar la sintomatología en los tubérculos ni los moteados tipo ¨aucuba¨, lo que no 
permite asociar síntomas específicos con la presencia de PMTV, situación que explica en 
buena parte el porqué del desconocimiento de su efecto sobre las variedades sembradas en 
esta región suramericana (Tenorio et al. 2006; Gil et al. 2011). Sin embargo, según Salazar 
(2006), el PMTV es uno de los virus prevalentes en el cultivo de la papa en los Andes. 
 
Adicionalmente a las características crípticas del PMTV, existen dificultades técnicas para 
el diagnóstico de este virus debido a su distribución errática en las plantas, que incluso 
puede diferir entre yemas y brotes del mismo tubérculo infectado y a los bajos títulos 
virales que se encuentran en el tejido foliar. Esto conduce a la generación de falsos 
negativos por diferentes técnicas de diagnóstico (Cerovska et al. 2003; Kirk, 2008). Dichas 
técnicas incluyen la observación visual de síntomas, bioensayos con plantas indicadoras 
como Chenopodium amaranticolor, Nicotiana benthamiana, N. debneyi y N. tabacum 
(Jeffries, 1998), que requieren largos periodos de tiempo para su lectura; pruebas de ELISA 
(Enzyme-linked immunosorbent assay) con anticuerpos mono y policlonales (Torrance et 
al. 1993; Cerovska et al. 2003); RT-PCR, IC RT-PCR y qRT-PCR con cebadores 
específicos dirigidos a diferentes regiones del genoma viral (Arif et al. 1995; Mumford et 
al. 2000; Latvala-Kilby et al. 2009; Davey, 2009). Así mismo se han empleado otras 
técnicas basadas en hibridización específica (Ryazantsev y Zavriev, 2009) y microplacas de 
hibridización con RT-PCR (Nakayama et al. 2010), para la detección de PMTV.  
 
En Colombia, Gil et al. (2011), utilizaron la técnica de RT-PCR con los cebadores 
PMTVF4-PMTVR4 y H360-C819 dirigidos a los genes TGB2 y CP, respectivamente,  para 
la detección del virus en los principales departamentos productores de papa del país; sin 
embargo utilizaron un muy bajo número de aislamientos virales. Más recientemente, Gallo 
(2012) obtuvo anticuerpos policlonales dirigidos a péptidos sintéticos con alta capacidad 
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inmunogénica, identificados a partir de la modelación de la cápside viral de aislamientos 
colombianos de PMTV, probando su efectividad en pruebas de ELISA y Dot-blot.  
 
A pesar de que aparentemente existe una amplia gama de técnicas para la detección del 
PMTV, éstas presentan la limitación de estar basadas en un bajo número de aislamientos 
virales especialmente del Norte de Europa (Latvala-Kilby et al. 2009); siendo aún menor el 
número de cepas andinas para las que existen secuencias disponibles en las bases de datos 
moleculares o cuyos viriones han sido purificados para la generación de pruebas 
serológicas (Gil et al. 2011).  
 
A nivel mundial, se ha reportado la presencia de bajos niveles de variación entre genotipos 
de PMTV (Mayo et al. 1996; Santala et al. 2010). Latvala-Kilby et al. (2009), comparando 
secuencias de CP de 23 aislamientos de Finlandia y Letonia con respecto a secuencias 
disponibles en GenBank para cepas de Escocia, Dinamarca, Suecia y República Checa, 
encontraron identidades superiores al 98% entre éstas, con sólo siete diferencias a nivel de 
aminoácidos (aa) entre todas las comparaciones. Las evaluaciones de secuencias de CP-RT, 
también presentaron altos niveles de identidad (98 a 100%), aunque en este caso 24 
posiciones en las secuencias de aa fueron variables. Resultados similares reportaron Mayo 
et al. (1996) cuando compararon las secuencias de CP de tres aislamientos de Escocia y 
ocho de Perú; mientras que Xu et al. (2004), encontraron que seis de las secuencias de CP 
de aislamientos de PMTV de Norteamérica presentaron identidades superiores al 97% con 
respecto a secuencias de aislamientos de diferentes países de Europa. A pesar de estos bajos 
niveles de variación, cuando se realizan análisis filogenéticos con dichas secuencias, se han 
encontrado dos clados que dividen los aislamientos de PMTV y que pueden ser 
identificados por análisis de RFLPs (Nielsen y Nicolaisen, 2003). Sin embargo, dichos 
grupos aparentemente no están relacionados con diferencias en sus niveles de 
patogenicidad sobre variedades de papa (Latvala-Kilby et al. 2009). 
 
En Colombia, Vélez (2007), encontró por lo menos dos genotipos de PMTV definidos a 
partir de la secuencias del gen CP: un grupo que presentaba altos niveles de identidad con 
respecto a aislamientos de Europa y Canadá, y otro grupo constituido exclusivamente por 
 90 
 
aislamientos colombianos. Esta situación fue confirmada posteriormente por Gil et al. 
(2011), quienes encontraron que las variantes de PMTV tan sólo presentaban un 76% y 
86% de identidad para CP y TGB2, respectivamente, con respecto a los aislamientos 
mundialmente reportados de PMTV. Sin embargo dichos análisis fueron conducidos con un 
bajo número de secuencias (cuatro para CP y tres para TGB2) debido a las dificultades 
experimentales que representa el trabajo con este virus (bajo título en plantas de papa, 
distribución errática, ausencia de cebadores específicos para cepas andinas, etc).  
 
Por lo anterior, esta investigación se planteó con el propósito de ampliar el número de 
secuencias de CP y TGB2 de aislamientos de PMTV obtenidos en diferentes regiones 
cultivadoras de papa de Colombia, de manera que fuera posible determinar si la presencia de 
las variantes de este virus corresponde a una situación generalizada o por el contrario responde 
al efecto de muestra dado el bajo número de cepas analizadas por Vélez (2007) y Gil et al. 
(2011). Adicionalmente, se realizó la secuenciación de una gran parte del ARN 2 y ARN 3 de 
una cepa obtenida en el Departamento de Antioquia y otra en el Departamento de Boyacá 
(Colombia), realizándose un análisis de variación con respecto a las secuencias de referencia de 
genomas completos disponibles en las bases de datos moleculares.  
 
MATERIALES Y MÉTODOS 
 
Colección y preparación de muestras 
Se obtuvieron muestras de raíces y tubérculos de papa con síntomas de sarna polvosa, así 
como de suelos de lotes con reportes de la presencia de Sss, en las zonas productoras de 
papa de los municipios de la Unión y Santa Rosa de Osos (Antioquia); Zipaquirá, Tabio, 
Subachoque y Villapinzón (Cundinamarca); Tunja, Siachoque, Soracá y Oicatá (Boyacá) y 
Pasto e Ipiales (Nariño). Para la separación de los quistosoros del suelo, se siguió la 
metodología de Jaramillo y Botero (2007), en la cual las muestras de suelo (500g) son 
pasadas por un juego de tamices de 100 y 25 µm. Los quistosoros obtenidos fueron 
inoculados en Nicotiana benthamiana y Solanum phureja, utilizadas como plantas señuelo 
para incrementar el inóculo de PMTV a partir de la infección de su vector Sss (Vélez, 
2007). El material vegetal fue mantenido en casa de malla en el Centro Experimental 
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Paysandú, ubicado en el corregimiento de Santa Elena, municipio de Medellín (bh-MB, 
2.550 msnm., temperatura media 14°C y precipitación promedio anual de 2.000 mm). Tres 
meses después de la siembra, se recolectaron las hojas y las raíces de las plantas señuelo 
para su procesamiento en el laboratorio.  
 
Secuenciación de CP y TGB2 
Se obtuvo el ARN total de plantas de N. benthamiana y S. phureja mediante el kit RNeasy 
plant mini (Qiagen, EEUU), a partir de 100 mg de tejido, utilizando 450 μL de buffer RLT 
para tejido foliar o RLC para raíces y 4,5 μL de β-mercaptoetanol y siguiendo las 
instrucciones del fabricante. Al finalizar el procedimiento, el ARN obtenido se eluyó en 40 
μL de agua destilada estéril tratada con DEPC. 
 
Las reacciones de RT-PCR se realizaron en dos pasos. En las reacciones de 
retrotranscripción se utilizó un volumen final de 20 µL, incluyendo 0,5 µL de agua 
destilada estéril, 1,5 µL de PBST (0.5%), 4 µL de buffer RT (5X), 4 µL de MgCl2 (25 
mM), 2 µL de dNTPs (10 mM), 2 µL de cebador reverso (10 µM), 0,5 µL de inhibidor de 
ARNasas (40U/µL), 0,5 µL de enzima M-MuLV Transcriptasa Reversa (20 U/µL) 
(Fermentas, Lituania) y 5 µL de ARN o alternativamente una dilución 1:5. El programa de 
RT fue de 37°C por 60 min, seguido de 70°C por 10 min, para inactivar la enzima. Las 
muestras se almacenaron a 4°C hasta su uso posterior. 
 
Para las reacciones de PCR se emplearon los cebadores específicos H360 (5’ CAT GAA 
GGC TGC CGT GAG GAA GT 3’) y C819 (5’ CTA TGC ACC AGC CCA GCG TAA 
CC-3’) (MacKenzie, 1996) para amplificar una región de 459 pb del gen CP entre las 
posiciones 385 y 844 del genoma viral (Figura 5.1) y PMTVF4 (5’ CAG CAA CCA CAA 
ACA GAC AGG 3’) y PMTVR4 (5’ AGC CAC TAA CAA AAC ATACTGC 3’) para 
obtener amplicones de 415 pb del TGB2, entre las posiciones 1726 y 2141 del ARN 2 (Xu 
et al. 2004) (Figura 5.2). Para algunos aislamientos en los que se dificultaba la 
amplificación del TGB2, se utilizaron los cebadores PMTV5 (5' GGT GAA CAC GAG 
GAC AAG GT 3') y PMTV7 (5' AAC AGT CCG GTC TTG TGA AC 3') (Lambert et al. 
2003) que amplifican un fragmento de 646 pb y se extienden entre las posiciones del 
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genoma 1417 a 2063. Las reacciones de PCR se realizaron en un volumen de 25 µL 
incluyendo 15,8 µL de agua destilada estéril, 2,5 µL de buffer de enzima (10X), 1,8 µL de 
MgCl2 (25 mM), 0,5 µL de dNTPs (10 mM), 0,5 µL de cada cebador (10 µM), 0,2 µL de 
Albúmina de suero bovino (20 mg/ml) (Fermentas), 0,2 µL de Taq ADN polimerasa (5 
U/µL) (Fermentas) y 3 µL de ADNc; aunque en algunas ocasiones dada la falta de 
amplicones, fue necesario preparar diluciones de 1:5, 1:10 o 1:25 de ADNc. Las 
amplificaciones se realizaron en un termociclador T3 (Biometra, Alemania) y consistieron 
de una desnaturalización inicial a 98°C por 3 min, seguida por 40 ciclos de 94°C por 30 s, 
53°C por 45 s, 72°C por 1 min y un período final de extensión a 72°C por 10 min. Luego de 
la amplificación, se tomaron 5 µL de los productos de reacción y se separaron por 
electroforesis en gel de agarosa al 1,5% suplementado con bromuro de etidio (10 mg/mL) y 
su tamaño se verificó por comparación con el marcador de peso molecular Generuler 100 
pb DNA ladder (Fermentas).  
 
Los amplicones del tamaño esperado correspondientes al menos a cuatro aislamientos 
representativos de cultivos de papa de cada uno de los cuatro departamentos bajo estudio, 
fueron purificados del gel mediante el kit QIAquick Gel Extraction (Qiagen) para realizar 
su secuenciación directa en ambos sentidos utilizando los mismos cebadores empleados en 
la PCR y el kit Big Dye Terminator Cycle Sequencing Ready Reaction (PE Applied 
Biosystems, EEUU). Su corrido y separación se realizó en un secuenciador ABI Prism 
3730xl (PE Applied Biosystems) de la compañía Macrogen (Corea del Sur). 
 
A partir de las secuencias obtenidas con cada cebador, se construyeron las secuencias 
consenso mediante el software BioEdit 6.0.6 (Hall, 1999) y Chromas Lite (Technelysium, 
2009). Posteriormente se confirmó su origen viral por comparación con las bases de datos 
moleculares con el programa BLASTn (http://www.ncbi.nlm.nih.gov/BLAST/Blast.cgi) y 
se obtuvieron secuencias de PMTV del GenBank de otras regiones del mundo, para realizar 
un análisis filogenético. Para esto, se generó un alineamiento mediante Clustal W (Larkin et 
al. 2007) del Software Bioedit 6.0.6. Los alineamientos fueron utilizados para construir una 
una matriz de distancia genética utilizando el método de Máxima verosimilitud basado en 
el modelo de Tamura-Nei (1993) implementado en el software MEGA v4.0 (Tamura et al. 
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2007). Para evaluar el soporte estadístico de cada agrupación, se realizó un análisis de 
Bootstrap con 1000 remuestreos (Felsenstein, 1985). 
 
Secuenciación del ARN 2 y ARN 3 de aislamientos Colombianos de PMTV 
Con el fin de obtener un mayor nivel de información sobre las características de los 
segmentos ARN 2 y ARN 3 del genoma de aislamientos Colombianos de PMTV, se realizó 
un proceso de secuenciación con minado de cebadores, previamente reportados para la 
amplificación de diferentes regiones de cada uno de dichos segmentos (Tabla 5.1; Figura 
5.3) y buscando que generaran traslape de secuencias, de manera que fuera posible la 
construcción de un contig general para cada segmento. Para esto se seleccionaron cuatro 
cepas de PMTV representativas de cada uno de los departamentos bajo análisis. Con cada 
cepa se realizaron por lo menos dos amplificaciones con cada cebador, de manera que las 
secuencias reportadas correspondieran al consenso para cada amplicón. Los procedimientos 
de extracción de ARN, PCR y secuenciación fueron similares a los descritos anteriormente, 
aunque las RT se realizaron con la enzima Transcriptasa Reversa Maxima® (Fermentas), 
que ofrece mayores niveles de estabilidad térmica (hasta 65°C) y eficiencia que las 
transcriptasas reversas convencionales. En este caso las reacciones de RT consistieron de 
9,5 µL de agua libre de nucleasas, 4 µL de buffer RT (5X), 1 µL de dNTPs (10 mM), 1 µL 
de cebador reverso (10 µM), 0,5 µL de inhibidor de ARNasas (40U/µL), 1 µL de enzima  
Transcriptasa Reversa Maxima® (200 U/µL) (Fermentas) y 3 µL de ARN para un volumen 
final de 20 µL. La incubación se realizó a 50°C por 30 min y la enzima se inactivó a 85°C 
por 5 min. 
 
Las secuencias se editaron mediante el software Chromas Lite, generándose los consensos 
con ambos cebadores usando el programa Bioedit 6.0.6. y se procedió al ensamblaje de los 
contigs resultantes utilizando el programa CAP3 (Huang y Madan, 1999). Posteriormente, 
se verificó el marco de lectura correcto utilizando el servidor de Expasy (Expasy Proteomic 
Server, http://www.expasy.ch/tools/dna.html) y se realizó su alineamiento con respecto a 
los dos segmentos genómicos de aislamientos cuyas secuencias completas se encontraban 
disponibles en GenBank (DQ102381, DQ144451, AJ243719, AJ277556) (Sandgren et al. 
2001; Cerovska et al. 2007). 
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Finalmente, las secuencias de nt fueron traducidas a aa, realizándose comparaciones de 
porcentajes de identidad y número de posiciones variables a lo largo de las regiones bajo 
estudio y generándose árboles filogenéticos basados en los contigs obtenidos en la 
investigación, mediante el programa Mega v. 4.0, bajo los parámetros antes descritos.  
 
RESULTADOS Y DISCUSIÓN 
 
Variabilidad genética de PMTV de Colombia 
En total se obtuvieron 25 secuencias para la región amplificada de CP y 38 secuencias para 
TGB2. Estas secuencias correspondieron a por lo menos cuatro aislamientos por cada 
departamento bajo análisis (Tabla 5.2). De esta forma se aumentaron las secuencias 
parciales de los genes CP y TGB2 de PMTV con respecto al trabajo reciente realizado por 
nuestro grupo (Gil et al. 2011) en donde sólo se obtuvieron cuatro y tres secuencias, para 
CP y TGB2; lo cual implica que las diferentes modificaciones realizadas a los 
procedimientos necesarios para el estudio de este virus, desde la forma de obtención de las 
muestras hasta la purificación de los amplicones, pasando por la eliminación de inhibidores 
de las polimerasas, resultaron altamente eficientes. Esta situación abre la posibilidad de 
plantear en el futuro próximo un estudio de incidencia de PMTV basado en la detección del 
virus mediante RT-PCR, con un muestreo estratificado en los diferentes pisos térmicos 
donde se cultiva la papa en Colombia y realizando comparaciones con respecto a los 
niveles de incidencia de Sss, de manera que sea posible determinar la dimensión de los 
niveles de dispersión de este virus en este país suramericano. Un trabajo similar, fue 
realizado por Montero-Astúa et al. (2008) en Costa Rica pero utilizando pruebas de ELISA 
tanto para la detección de Sss como de PMTV. En este caso se encontró que el virus era 
más frecuentemente detectado en las regiones con mayores altitudes, donde las condiciones 
de alta humedad y bajas temperaturas aparentemente favorecen su infección. Sin embargo, 
es probable que la utilización de pruebas de ELISA para la detección del virus, haya 
conducido a una subestimación de los niveles de incidencia detectados en dicho trabajo, 
pues la distribución errática del virus, su capacidad de movimiento célula-célula con ayuda 
de proteínas de movimiento codificadas por el TGB y no necesariamente en su forma 
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encapsidada y la utilización de anticuerpos diseñados a partir de cepas del norte de Europa, 
pueden influir negativamente en la detección serológica del PMTV (Gallo et al. 2012). 
 
El análisis filogenético para CP incluyó 404 posiciones a partir de 46 secuencias, 15 de las 
cuales corresponden a aislamientos de referencia de Europa, Asia y Norte América y las 4 
previamente reportadas de aislamientos Colombianos por Gil et al. (2011). El dendrograma 
presentó dos grupos soportados por valores de bootstrap del 100% (Figura 5.4). El primer 
clado agrupó todas las secuencias de referencia con 19 de los aislamientos Colombianos 
obtenidos en este estudio y presentaron niveles de identidad superiores al 99% en todos los 
casos (Tabla 5.3). Por otra parte, el segundo clado presentó exclusivamente secuencias de 
cepas Colombianas, incluyendo seis de las aquí obtenidas y dos de las reportadas por Gil et 
al. (2011). Al interior de este clado, se presentaron mayores niveles de variación (11 a 
13%) y su identidad con respecto a los miembros del primer clado fue de tan solo 76%. La 
secuencia de Beet Soil-Borne Virus de China, utilizada como grupo externo de análisis, se 
ubicó en posición externa a los dos clados y compartió niveles de identidad inferiores al 
59% con respecto a los aislamientos de PMTV. 
 
Estos resultados confirman los hallazgos de Vélez (2007) y Gil et al. (2011) en referencia a 
la presencia de una variante viral de PMTV en Colombia, que incluso bajo los parámetros 
definidos por Adams et al. (2009) para la definición de especies al interior de la familia 
Virgaviridae (ej. cepas con identidades superiores a 80 y 90% a nivel de secuencias de CP 
y del genoma completo, respectivamente) podría representar una nueva especie del género 
Pomovirus (Familia Virgaviridae) hasta ahora no registrada en otros lugares del mundo. Si 
se considera que seis de las 25 secuencias de CP obtenidas en este trabajo correspondieron 
a dicha variante, es evidente que su presencia no es marginal en los cultivos de papa de 
Colombia, ya que para la muestra obtenida, aunque evidentemente sesgada por la colección 
de suelos y tejidos con presencia de estructuras de Sss, su proporción es del 23%. La 
diversidad entre aislamientos podría deberse a que la región andina ha sido propuesta como 
el centro de origen del PMTV (Mayo et al.  1996). 
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Estos resultados representan un viraje con respecto a lo encontrado en los estudios de 
variabilidad de PMTV con base en secuencias de CP de diferentes orígenes geográficos, 
por cuanto indistintamente se había encontrado que los niveles de identidad presentes en 
este gen superaban el 98% en todas las comparaciones establecidas. Así por ejemplo, 
Latvala-Kirby et al. (2009) al comparar 28 secuencias de Finlandia, Letonia, Escocia, 
Dinamarca, República Checa y Suecia encontraron que casi todas eran idénticas, siendo tan 
sólo detectado un 2% de variación entre las más distantes, lo cual representa cambios en tan 
sólo siete posiciones a nivel de la secuencia de aa de la proteína resultante. Similarmente, 
Xu et al. (2004) reportaron que aislamientos de PMTV de Estados Unidos y Canadá eran 
idénticos y que éstos a su vez tan sólo diferían en máximo 3% de sus secuencias de CP con 
respecto a cepas de Perú (Mayo et al. 1996), Escocia y Escandinavia (Reavy et al. 1997). 
De esta forma, de gran interés resultará emprender estudios que permitan evaluar las 
diferencias biológicas de dichas variantes de PMTV sobre distintas variedades de papa e 
incluso sobre hospedantes experimentales, debido a que sí existen diferencias de 
patogenicidad entre aislamientos de PMTV que presentan tan bajos niveles de variación 
(Nielsen y Nicolaisen, 2003), es posible que dicho efecto sea aún mayor cuando se evalúen 
las variantes aquí reportadas.  
 
Con respecto al análisis filogenético basado en las secuencias de TGB2, se incluyeron 330 
posiciones de 49 secuencias, siete de las cuales fueron de aislamientos de referencia de 
diferentes países y tres de Colombia previamente analizadas por Gil et al. (2011). El 
dendrograma generado presentó un solo clado que incluyó todas las secuencias (Figura 
5.5), las que compartieron niveles de identidad superiores a 98% (Tabla 5.4). Estos 
resultados son un indicativo de que la variación encontrada entre aislamientos Colombianos 
con respecto a CP, no necesariamente se presentan a lo largo de los diferentes segmentos 
genómicos de PMTV, y específicamente no se ven reflejadas en las secuencias de TGB2, 
que en los pocos estudios donde se ha secuenciado, presenta niveles de identidad superiores 
a 94,8%, e incluso se ha encontrado que aislamientos de orígenes geográficos diferentes 
pueden compartir hasta el 100% de identidad en la secuencia de aa para este gen (ej. 
aislamiento Korneta-Nemilkov de República Checa y aislamientos 54-15 y 54-19 de 
Dinamarca) (Cerovska et al. 2007). Los altos niveles de conservación de este gen entre 
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aislamientos de PMTV que presentan diferencias en otras regiones del genoma como las 
aquí encontradas para CP, posibilitan que los cebadores utilizados para su amplificación 
sean una herramienta útil para el diagnóstico de este virus. Así por ejemplo, Lambert et al. 
(2003) diseñaron los cebadores PMTV5 y PMTV7 dirigidos a amplificar una región de 646 
pb comprendida entre TGB1 y TGB2 cuando reportaron por primera vez la presencia del 
PMTV en EEUU. Posteriormente Xu et al. (2004), utilizaron la región que codifica para 
TGB2 para el diseño de los cebadores PMTVF4 y PMTVR4 en su estudio de evaluación de 
distribución de PMTV en EEUU y Canadá.  
 
Secuenciación del ARN 2 y ARN 3 de aislamientos Colombianos de PMTV 
 
Todos los cebadores utilizados en las reacciones de RT-PCR para amplificar diferentes 
regiones de los ARN 2 y 3 del genoma de PMTV generaron los amplicones del fragmento 
esperado en al menos un aislamiento evaluado. Sin embargo, en los aislamientos de Nariño 
y Cundinamarca, no fue posible la obtención de un contig completo para toda la región 
secuenciada de ambos segmentos, aún luego de diferentes intentos y modificaciones de los 
parámetros de la RT-PCR. De esta forma, para el caso de los aislamientos de Nariño no se 
lograron amplicones del ARN2 con los cebadores PMTV759 – PMTV1552R, PMTV759F 
– 2017R y 1948F – 123end, para el ARN 3 no fue posible obtener fragmentos con 
RNA3F1– PMTV7_RNA3, PMTV5 – 123 end y F388 –  PMTV7. Para el caso de 
Cundinamarca, no se lograron amplicones para el ARN 2 con PMTV759 – PMTV1552R y 
PMTV759F – 2017R, y para ARN 3 con RNA3F1 – PMTV7_RNA3, PMTV5 – 123 end, 
F388-PMTV7. Considerando que las variantes detectadas mediante la secuenciación de una 
porción de CP presentaron bajos niveles de identidad con respecto a los genotipos 
globalmente distribuidos de PMTV, es posible que la ausencia de amplificación se deba a 
diferencias en los sitios de reconocimiento de uno o ambos cebadores, situación que impide 
la amplificación de los fragmentos respectivos y por tanto su secuenciación posterior. De 
gran interés será continuar el proceso de secuenciación de dichas variantes, para lo cual es 
necesario la clonación de los respectivos cDNAs de cada segmento y el diseño de nuevos 
cebadores específicos que permitan completar los vacíos (gaps). 
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Por las razones antes expuestas, para los análisis de secuencias de ARN2 y 3 sólo se 
incluyeron los aislamientos representativos de Antioquia (Ant.) y Boyacá (Boy.) (Tabla 
5.5). Para el ARN 2 se obtuvieron contigs de 2577 nt y 2584 para los aislamientos 
Antioquia y Boyacá; mientras que para el ARN 3 los contigs tuvieron una extensión de 
2617 y 2360 nt, respectivamente. Esto implica que para el ARN 2 se obtuvo un porcentaje 
de cobertura del 83% de este segmento genómico y del 87% para el ARN 3, en 
comparación con el aislamiento Sw de PMTV (AJ243719 y AJ277556) (Sandgren et al. 
2001). En términos de aa los contigs del ARN2 incluyeron 150 de los aa de CP (posiciones 
26 a 176) y 799 de CP-RT (posiciones 26 a 825). Para el ARN 3 se obtuvo la secuencia 
completa de aa de TGB1 (463 aa) y TGB2 (119 aa), así como 146 de 190 aa de TGB3 
(posiciones 1 a 146) para el aislamiento de Boyacá y la totalidad de dicha proteína para la 
cepa de Antioquia. Las demás secuencias obtenidas corresponden a regiones UTR de los 
extremos 3´ para el ARN 2 y 5´ para el ARN 3.  
 
Con el fin de realizar un análisis de variación de las secuencias de las dos cepas obtenidas 
con respecto al genoma de la cepa de PMTV de Suecia – Sw, cuyo genoma completo está 
depositado en GenBank bajo el código PRJNA14789 (Savenkov et al. 1999; Sandgren et 
al. 2001), se incluyeron 1956 nt (651 aa) para CP-RT, 531 nt (176 aa) para CP y 1392 (463 
aa) para las tres regiones del TGB. En términos generales se encontraron muy altos niveles 
de identidad en las tres regiones analizadas, siendo la CP la más uniforme con 99% en la 
secuencia de nt y 100% en aa para las tres cepas. CP-RT presentó un nivel de identidad 
para nt de 99,4% entre las cepas de Antioquia y Boyacá y del 97,5 - 97,6% con respecto a 
la secuencia de referencia; mientras que estos valores fueron superiores al 98,2% cuando se 
comparó la secuencia de aa. Para TGB se encontró que todos los aislamientos compartieron 
un 99,9% de identidad en nt y aa (Figura 5.6). Las pocas diferencias a nivel de aa 
encontradas en este estudio, correspondieron a cambios en 15 posiciones para el producto 
del ARN 2, siendo la más relevante una inserción de 4 aa (PEVR) a partir de la posición 81 
de CP. Para el caso de TGB se encontraron 10 cambios a lo largo de las tres proteínas 
analizadas, con la presencia de una deleción en la posición 361 en la cepa Boyacá.  
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Por otra parte, el análisis filogenético realizado con base en 2569 nt para ARN 2 con 
secuencias de referencia de los aislamientos Corneta-Nemilkov de República Checa 
(DQ102381) y Sw (AJ243719) de Suecia (Figura 5.7), arrojó un dendrograma con dos 
clados soportados por 100% de bootstrap, separándose los aislamientos de Colombia de los 
de Europa; sin embargo los niveles de identidad entre ambos grupos fueron muy altos 
(>97,5%) (Tabla 5.6). Al calcular los niveles de diversidad (promedio del número de 
sustituciones de nucleótidos por cada sitio), para sitios sinónimos (dS) y no sinónimos 
(dNS), se encontró una diversidad muy baja, con tan sólo 0,017 (SE= 0,003) para dNS y 
0,009 (SE=0,002) para dS. La relación promedia entre dNS/dS fue de 1,8, lo cual indica 
que las cepas de PMTV se encuentran bajo selección positiva para este componente del 
genoma. Para las cepas Colombianas el valor de dNS/dS fue de 3, mientras que para las 
europeas fue de 1,2. La distancia genética o número de sustituciones promedio por sitio 
basada en el método de Kimura-2 parámetros, para toda la población fue de 0,015. 
 
El análisis filogenético realizado con base en 2008 nt para ARN 3, con secuencias de 
referencia de los aislamientos Korneta-Nemilkov (DQ144451), 54-19 (AY353719) y 54-10 
(AY426745) de Dinamarca, Sw (AJ277556) de Suecia y Todd (D30753) de Escocia generó 
un dendrograma con dos clados de aislamientos europeos, mientras que los aislamientos 
Colombianos se presentaron en forma individual sobre ramas soportadas por 100% de 
bootstrap (Figura 5.8). A pesar de dichas agrupaciones, los niveles de identidad entre  todos 
los aislamientos fueron superiores a 96,7% (Tabla 5.7). Al calcular los niveles de 
diversidad para sitios sinónimos (dS) y no sinónimos (dNS), se encontró una diversidad 
muy baja para todos los aislamientos, con tan sólo 0,011 (SE= 0,002) para dNS y 0,044 
(SE=0,006) para dNS. La relación media entre dNS/dS fue de 0,25, lo cual indica que las 
cepas de PMTV se encuentran bajo selección estabilizadora en dicho segmento de ARN. 
Para las cepas Colombianas el valor de dNS/dS fue de 0,19, mientras que para los 
aislamientos europeos fue de 0,39. La distancia genética basada en el método de Kimura -2 
parámetros, para toda la población fue de 0,020 (SE 0,002). 
 
Los bajos niveles de variación encontrados en los análisis de genomas de PMTV (Savenkov 
et al. 1999; Sandgren et al. 2001; Cerovska et al. 2007) y que nuevamente fueron inferidos 
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en el presente estudio para las cepas del clado que representa PMTV sensu stricto, indican 
que este virus se encuentra bajo fuertes presiones de selección determinadas 
presumiblemente por las propias características de su genoma, el estrecho rango de 
hospedantes y su transmisión persistente y específica por parte de su vector Sss (Kirk, 
2008; Santala et al. 2010). 
 
Para el primer caso, la restricción selectiva se manifiesta por los bajos valores de dNS/dS 
calculados para dicho segmento y ocurre fundamentalmente al presentarse traslape de genes 
en el ARN 3. Sin embargo, para el ARN 2, dicha relación fue >1, lo cual sugiere una 
selección positiva, que puede explicarse por el hecho que este segmento presenta la 
estrategia de supresión del codón de parada tipo amber para la traducción de las dos 
proteínas codificantes (CP y CP-RT), lo cual supone menos restricciones para la fijación de 
mutaciones. De otra parte, la presencia de un estrecho rango de hospedantes para el virus, 
que se restringe a algunas especies de las familias Solanaceae y Chenopodiaceae (Kirk, 
2008), aunada a su transmisión por Sss supone fuertes restricciones sobre los cambios en 
las diferentes proteínas del virus que interactúan con sus hospedantes y vectores, lo cual 
impide altas tasas de variación, tales como las que presentan otros virus de ARNss(+) como 
los potyvirus, que en general tienen amplios rangos de hospedantes y cuya transmisión por 
áfidos polífagos es del tipo no persistente (Hu et al. 2009).  
 
A pesar de los altos valores de uniformidad general encontrados, de gran interés resultó la 
presencia de inserciones de hasta 12 nt (4 aa) en las secuencias de CP de los aislamientos 
colombianos de PMTV. Por esto es necesario en el futuro, evaluar el significado biológico 
de dichos cambios, por ejemplo si estan relacionadas con el efecto de las variedades nativas 
de papa que se cultivan en nuestro país o a las características que las poblaciones de Sss 
tienen en las regiones Andinas, donde se presentan mayores niveles de variación que en 
aquellas encontradas en las regiones cultivadoras de papa del hemisferio norte tal como lo 
planteó Carreño (2009). El efecto de estas inserciones y de diferentes sustituciones 
detectadas en este trabajo sobre diferentes regiones de los segmentos de ARN 2 y 3, 
requiere un tratamiento futuro detallado a partir de análisis de mutantes y de sus efectos 
sobre el ciclo infectivo viral. 
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Esta investigación representa un avance importante en la caracterización genética del 
PMTV en las principales zonas cultivadoras de papa de Colombia. Sus resultados 
confirman la presencia de dos genotipos principales de este virus en el país, uno que 
representa al PMTV sensu stricto destacado por presentar muy bajos niveles de variación 
entre sus cepas y otro, que representa una variante hasta ahora sólo identificada en 
Colombia y que por presentar porcentajes de identidad inferiores al 80% con respecto al 
grupo principal, podría representar una nueva especie de pomovirus que requiere ser 
evaluada biológica, patogénica y molecularmente. Finalmente, es imperativo estudiar el 
efecto de ambos genotipos virales sobre la producción y calidad del tubérculo semilla de 
papa en Colombia, de manera que los organismos de sanidad vegetal estatales, gremios de 
productores y agroindustrias, puedan valorar la necesidad de incluir la detección del PMTV 
en los programas de certificación de semilla y de mejoramiento genético de papa que se 
adelantan en el país.  
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5.1 Anexos 
 
Figura 5.1. Amplicones obtenidos con los cebadores H360 y C819 (434 pb) dirigidos al 
gen de la cápside viral de PMTV, a partir de muestras de tejido de raíz de plantas de N. 
benthamiana y S. phureja cultivadas en suelos infestados con S. subterranea del 
Departamento de Boyacá, Colombia. Carril 1: Marcador 100 pb; Carril 2: BS8T; Carril 3: 
BS9T; Carril 4: BS4T; Carril 5: BS11P; Carril 6:BS4T; Carril 7: Control negativo. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
  1      2    3     4      5     6      7     
   500 pb 
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Figura 5.2. Amplicones obtenidos con los cebadores PMTVF4 y PMTVR4 (417 pb), 
dirigidos al gen TGB2 (triple bloque de genes) de PMTV, a partir de muestras de tejido de 
raíz de plantas de N. benthamiana y S. phureja cultivadas en suelos infestados con S. 
subterranea de los Departamentos de Antioquia y Boyacá, Colombia. Carril 1: Marcador 
100 pb; Carril 2-4: Control positivo (ADN directo, 1/10,1/50, respectivamente); Carril 5-7: 
SRL5 (ADN directo, 1/10,1/50, respectivamente); Carril 8-10: SRL7 (ADN directo, 
1/10,1/50, respectivamente); Carril 11-13: BS8T (ADN directo, 1/10,1/50, 
respectivamente);  Carril 14,15: BS4T1 (ADN directo y 1/10); Carril 16: Control negativo. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
   1    2    3     4    5    6    7    8    9   10  11 12  13  14 15  16 
   500 pb 
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Tabla 5.1. Cebadores específicos utilizados en la RT-PCR para la amplificación de los 
segmentos de ARN 2 y 3 del genoma del Potato mop-top virus (PMTV). 
Cebador Secuencia 5´- 3 
Posición en el 
genoma (nt) 
Referencia 
RNA3 F1 
CGCTCGAGTTTAGGTGACACTATAGGTATTTCA
ACTCTACCTAG 
1 a 388 
Gallo, 
2012 
PMTV7 USA 
RNA3 
AAC AGT CCG GTC TTG TGA AC 2044 a 2063 
Lambert 
et al. 2003 
PMTV5 USA 
RNA3 
GGT GAA CAC GAG GAC AAG GT 1417 a 1436 
Lambert 
et al. 2003 PMTV7 USA 
RNA3 
AAC AGT CCG GTC TTG TGA AC 2044 a 2063 
PMTVF4  CAG CAA CCA CAA ACA GAC AGG 1726 a 1746 
Xu et al. 
2004 
123 end GTG AAC CAC GGT TTA RCC CTG KAA GC 5847 a 5872 
Savenkov 
et al. 1999 
PMTV5 USA 
RNA3 
GGT GAA CAC GAG GAC AAG GT 1417 a 1436 
Lambert 
et al. 2003 
123 end GTG AAC CAC GGT TTA RCC CTG KAA GC 5847 a 5872 
Savenkov 
et al. 1999 
F388 
 
CGGGATCCGAAGTAGACCACACAGAGTG 
 
1 a 388 
Gallo, 
2012 
PMTV7 USA 
RNA3 
AAC AGT CCG GTC TTG TGA AC 2044 a 2063 
Lambert 
et al. 2003 
PMTV759F ACC TGA GGT CAG AGT TAT CGA CG 1072 a 1094 
Gil et al. 
2011 
PMTV1552R GCC AAT TGT CTC AAT CAT ACA CTG 1865 a 1888 
PMTV759F ACC TGA GGT CAG AGT TAT CGA CG 1072 a 1094 
Gil et al. 
2011 
2017R CCA CTG CAA AAG AAC CGA TTT C  
Mumford 
et al. 2000 
1948F  GTG ATC AGA TCC GCG TCC TT   
Mumford 
et al. 2000 
123 end GTG AAC CAC GGT TTA RCC CTG KAA GC 5847 a 5872 
Savenkov 
et al. 1999 
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Figura 5.3. Amplicones obtenidos con los cebadores RNA3F1-PMTV7 (2063 pb); 
PMTV5-PMTV7 (646 pb) y PMTVF4-123 end (1067 pb) dirigidos al ARN3 del genoma 
del Potato mop-top virus (PMTV), a partir de tejido de raíz de plantas de N. benthamiana y 
S. phureja cultivadas en suelos infestados con S. subterranea de cuatro departamentos de 
Colombia. Carril 1: Marcador 100 pb plus; carriles 2-5, con cebadores RNA3F1-PMTV7: 
SRL5, SRL6, BS9T1, BS9T2; carril 6-12, con cebadores PMTV5-PMTV7: 23T, 24T, 
SRL5, SRL6, BS4T, BS8T, BS9T; carril 13-20, con cebadores PMTVF4-123 end: Villa1, 
NS19P1, 23T, 24T, SRL4, SRL5, SRL6, BS4T. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
   1    2    3     4    5    6    7    8    9   10  11 12  13  14 15  16  17  18  19  20 
   1000 pb 
   500 pb 
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Tabla 5.2. Procedencia de muestras de suelos con antecedentes de Sss, para la obtención de 
aislamientos de CP y TGB2 de PMTV, en cuatro Departamentos cultivadores de papa de 
Colombia. 
Gen CP Gen TGB2 
ANTIOQUIA 
Muestra Municipio Procedencia Muestra Municipio Procedencia 
23T La Unión 
Suelo S. tuberosum var.  Diacol 
Capiro 
23T La Unión Suelo S. tuberosum var. Diacol Capiro 
24T La Unión 
Suelo S. tuberosum var. Diacol 
Capiro 
24T La Unión Suelo S. tuberosum var. Diacol Capiro 
25 La Unión Suelo S. tuberosum 25(1) La Unión Suelo S. tuberosum 
SRL4 Santa Rosa S. tuberosum var. Diacol Capiro 25(2) La Unión Suelo S. tuberosum 
SRL5 Santa Rosa 
Suelo S. tuberosum var. Diacol 
Capiro 
SRL4 Santa Rosa Suelo S. tuberosum var. Diacol Capiro 
SRL6 Santa Rosa 
Suelo S. tuberosum var. Diacol 
Capiro 
SRL5 Santa Rosa Suelo S. tuberosum var. Diacol Capiro 
SRL7 Santa Rosa 
Suelo S. tuberosum var. Diacol 
Capiro 
SRL6 Santa Rosa Suelo S. tuberosum var. Diacol Capiro 
Valle La Unión Suelo S. tuberosum SRL7 Santa Rosa Suelo S. tuberosum var. Diacol Capiro 
   Valle1 La Unión Suelo S. tuberosum 
   Valle2 La Unión Suelo S. tuberosum 
BOYACÁ 
Muestra Municipio Procedencia Muestra Municipio Procedencia 
BS2T Oicatá Suelo S. tuberosum BS1P1 Oicatá Suelo S. tuberosum var. Diacol Capiro 
BS4P Siachoque 
Suelo S. tuberosum var. Diacol 
Capiro 
BS1P2 Oicatá Suelo S. tuberosum var.  Diacol Capiro 
BS4T Siachoque 
Suelo S. tuberosum var. Diacol 
Capiro 
BS4T1 Siachoque Suelo S. tuberosum var. Diacol Capiro 
BS8T Soracá Suelo S. tuberosum BS4T2 Siachoque Suelo S. tuberosum var. Diacol Capiro 
BS9T Soracá Suelo con Pennisetum clandestinum BS8T1 Soracá Suelo S. tuberosum 
BS11P Tunja Suelo S. tuberosum var. ICA UNICA BS8T2 Soracá Suelo S. tuberosum 
BS11T Tunja Suelo S. tuberosum var. ICA UNICA BS9T1 Soracá Suelo con  Pennisetum clandestinum 
BS12P Tunja Suelo con Pennisetum clandestinum BS9T2 Soracá Suelo con Pennisetum clandestinum 
   BS9T3 Soracá Suelo con Pennisetum clandestinum 
   BS11T1 Tunja Suelo S. tuberosum var.  ICA UNICA 
   BS11T2 Tunja Suelo S. tuberosum var.  ICA UNICA 
   BS13P Tunja Suelo S. tuberosum 
CUNDINAMARCA 
Muestra Municipio Procedencia Muestra Municipio Procedencia 
CS1T Subachoque Suelo S. tuberosum var. Parda Pastusa CS1P1 Subachoque Suelo S. tuberosum var. Parda Pastusa 
CS2P Subachoque Suelo S. tuberosum CS1P2 Subachoque Suelo S. tuberosum var. Parda Pastusa 
CS2T Subachoque Suelo S. tuberosum CS2P Subachoque Suelo S. tuberosum 
CS6P Villapinzón 
Suelo S. tuberosum var. Diacol 
Capiro 
CS6P Villapinzón Suelo S. tuberosum var. Diacol Capiro 
Mad Madrid Suelo S. tuberosum Villa1 Villapinzón Suelo S. tuberosum 
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   Villa2 Villapinzón Suelo S. tuberosum 
NARIÑO 
Muestra Municipio Procedencia Muestra Municipio Procedencia 
NS1P Pasto Suelo S. tuberosum NS3P1 Pasto Suelo S. tuberosum var. Diacol Capiro 
NS2T Pasto Suelo S. tuberosum NS3P2 Pasto Suelo S. tuberosum var. Diacol Capiro 
NS6P Pasto 
Suelo S. tuberosum var. Diacol 
Capiro 
NS3P3 Pasto Suelo S. tuberosum var. Diacol Capiro 
NS8P Pasto Suelo S. tuberosum NS6P Pasto Suelo S. tuberosum var. Diacol Capiro 
   NS8PF Pasto Suelo S. tuberosum 
   NS10T Pasto Suelo S. tuberosum var. Diacol Capiro 
   NS19P1 Ipiales Suelo S. tuberosum 
   NS19P2 Ipiales Suelo S. tuberosum 
   NS22P1 Ipiales Suelo S. tuberosum 
   NS22P2 Ipiales Suelo S. tuberosum 
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Figura 5.4. Árbol filogenético basado en secuencias de la región CP del genoma de Potato 
mop-top virus provenientes de cultivos de papa de Colombia y otros países del mundo. 
Como grupo externo de análisis se presenta la secuencia del Beet soil-borne virus (China). 
Método de Máxima verosimilitud con soporte de Bootstrap indicado en la parte inferior de 
las ramas. 
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Tabla 5.3. Matriz de identidad basada en secuencias de la región CP de aislamientos de 
PMTV de Colombia y otros países del mundo. Se incluye a Beet Soil-Borne Virus como 
grupo externo de análisis. 
 
Muestras * 
BS4T 
Boyacá, 
Colombia 
CS1T 
Cundinamarca, 
Colmbia 
NS2T 
Nariño, 
Colombia 
NS6P 
Nariño, 
Colombia 
71MY 
Cundinamarca, 
Colombia 
DQ102381 
PMTV 
República 
Checa 
AJ243719 
PMTV 
Suecia 
EF545141 
Beet Soil-
Borne 
Virus. 
China 
BS4T Boyacá, 
Colombia 
ID 0,997 0,764 0,752 0,762 0,995 0,995 0,599 
CS1T 
Cundinamarca, 
Colombia 
0,997 ID 0,764 0,752 0,762 0,992 0,992 0,599 
NS2T Nariño, 
Colombia 
0,764 0,764 ID 0,891 0,876 0,769 0,769 0,571 
NS6P Nariño, 
Colombia 
0,752 0,752 0,891 ID 0,967 0,752 0,752 0,596 
71MY 
Cundinamarca, 
Colombia 
0,762 0,762 0,876 0,967 ID 0,762 0,762 0,599 
DQ102381 
PMTV 
República 
Checa 
0,995 0,992 0,769 0,752 0,762 ID 1 0,594 
AJ243719 
PMTV Suecia 
0,995 0,992 0,769 0,752 0,762 1 ID 0,594 
EF545141 Beet 
Soil-Borne 
Virus. China 
0,599 0,599 0,571 0,596 0,599 0,594 0,594 ID 
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Figura 5.5. Árbol filogenético basado en secuencias de la región TGB2 del genoma de 
Potato mop-top virus provenientes de cultivos de papa de Colombia y otros países del 
mundo. Como grupo externo de análisis se presenta la secuencia del Beet soil-borne virus 
(China). Método de Máxima verosimilitud con soporte de Bootstrap indicado en la parte 
inferior de las ramas. 
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Tabla 5.4. Matriz de identidad basada en secuencias de la región TGB2 de aislamientos de 
PMTV de Colombia y otros países del mundo.  Se incluye a Beet Soil-Borne Virus como 
grupo externo de análisis. 
 
Muestras * 
23T 
Antioquia, 
Colombia 
NS22P1 
Nariño, 
Colombia 
Villa2 
Cundinamarca, 
Colombia 
DQ144451 
República 
Checa 
NC_003725 
Suecia 
EF545142 Beet 
Soil-Borne Virus. 
China 
23T Antioquia, 
Colombia 
ID 0,981 0,981 0,984 0,981 0,699 
NS22P1 Nariño, 
Colombia 
0,981 ID 0,99 0,984 0,981 0,708 
Villa2 Cundinamarca, 
Colombia 
0,981 0,99 ID 0,987 0,984 0,708 
DQ144451 República 
Checa 
0,984 0,984 0,987 ID 0,99 0,714 
NC_003725 Suecia 0,981 0,981 0,984 0,99 ID 0,711 
EF545142 Beet Soil-
Borne Virus. China 
0,699 0,708 0,708 0,714 0,711 ID 
 
 
 
Tabla 5.5. Procedencia de muestras de suelos con antecedentes de Sss, para la obtención de 
aislamientos de regiones del genoma ARN 2 y ARN 3 del Potato mop-top virus, en cuatro 
Departamentos cultivadores de papa de Colombia. 
 
Muestra  Hospedante  Municipio Planta señuelo 
Ant. (23T) 
Suelo S. tuberosum var. Diacol Capiro 
La Unión 
(Antioquia) 
N. benthamiana 
Boy. (BS4T) 
Suelo S. tuberosum var. Diacol Capiro 
Siachoque 
(Boyacá) 
N. benthamiana 
Cund.(CS1T) 
Suelo S. tuberosum var. Parda Pastusa 
Subachoque 
(Cundinamarca) 
N. benthamiana 
Nar. (NS6P) Suelo S. tuberosum var. Diacol Capiro Pasto (Nariño) S. phureja 
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Figura 5.6. Análisis de variación de las secuencias de las cepas de Antioquia y Boyacá 
(Colombia) con respecto al genoma de la cepa de PMTV– Sw, Suecia. A.  Niveles de 
identidad de nucleótidos y aminoácidos (entre paréntesis) de las regiones CP, CP-RT y 
TGB analizadas y la cepa NC_003724. B. Región CP-RT, se incluyeron 1956 nt (651 aa) 
para CP-RT y 531 nt (176 aa) para CP. Se presentaron cambios en 15 posiciones para el 
producto del ARN 2, siendo lo más relevante una inserción de 4 aa (PEVR) a partir de la 
posición 81 de CP.  C. Región TGB, se incluyeron 1392 nt (463 aa). Se presentan 10 
cambios a lo largo de las tres proteínas analizadas, con la presencia de una deleción en la 
posición 361 en la cepa Boyacá. 
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Figura 5.7. Árbol filogenético basado en 2569 nt para el ARN 2 con secuencias de 
referencia de los aislamientos Europeos Korneta-Nemilkov de República Checa 
(DQ102381) y Sw (AJ243719) de Suecia; y secuencias Colombianas de PMTV 
procedentes de Antioquia y Boyacá. Método de máxima verosimilitud. Los valores de 
Bootstrap (100 %) se indican sobre las ramas. La escala representa las sustituciones 
promedio por sitio. 
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Tabla 5.6.  Matriz de identidad basada en secuencias de la región del ARN 2 de 
aislamientos de PMTV de Colombia (Antioquia, Boyacá) y los aislamientos Europeos 
Korneta-Nemilkov de República Checa (DQ102381) y Sw (AJ243719) de Suecia. 
Muestras  
Antioquia, 
Colombia 
Boyacá, 
Colombia 
DQ102381 
PMTV 
República Checa 
AJ243719 
PMTV Suecia 
Antioquia, 
Colombia 
ID 0,994 0,979 0,976 
Boyacá, 
Colombia 
0,994 ID 0,978 0,975 
DQ102381 PMTV 
República Checa 
0,979 0,978 ID 0,995 
AJ243719 PMTV 
Suecia 
0,976 0,975 0,995 ID 
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Figura 5.8. Árbol filogenético basado en 2008 nt para ARN 3 con secuencias de referencia 
de los aislamientos Europeos Korneta-Nemilkov de República Checa (DQ144451), 54-19 
(AY353719) y 54-10 (AY426745) de Dinamarca, Sw (AJ277556) de Suecia y Todd 
(D30753) de Escocia; y secuencias Colombianas de PMTV procedentes de Antioquia y 
Boyacá. Método de máxima verosimilitud. Los valores de Bootstrap (100 %) se indican 
sobre las ramas. La escala representa las sustituciones promedio por sitio. 
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Tabla 5.7. Matriz de identidad basada en secuencias de la región del ARN 3 de 
aislamientos de PMTV de Colombia (Antioquia, Boyacá) y los aislamientos Europeos 
Korneta-Nemilkov de República Checa (DQ144451), 54-19 (AY353719) y 54-10 
(AY426745) de Dinamarca, Sw (AJ277556) de Suecia y Todd (D30753) de Escocia. 
Muestras  
Antioquia, 
Colombia 
Boyacá, 
Colombia 
DQ144451 
PMTV 
República 
Checa 
AY426745 
PMTV 
Dinamarca 
AY353719 
Dinamarca 
AJ277556 
PMTV 
Suecia 
D30753 
PMTV 
Escocia 
Antioquia, 
Colombia 
ID 0.979 0.988 0.987 0.986 0.973 0.967 
Boyacá, 
Colombia 
0.979 ID 0.980 0.980 0.979 0.980 0.969 
DQ144451 
PMTV 
República 
Checa 
0.988 0.980 ID 0.998 0.997 0.979 0.971 
AY426745 
PMTV 
Dinamarca 
0.987 0.980 0.998 ID 0.997 0.979 0.970 
AY353719 
PMTV 
Dinamarca 
0.986 0.979 0.997 0.997 ID 0.978 0.969 
AJ277556 
PMTV Suecia 
0.973 0.980 0.979 0.979 0.978 ID 0.986 
D30753 PMTV 
Escocia 
0.967 0.969 0.971 0.970 0.969 0.986 ID 
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6. ANEXOS GENERALES 
  
  
6.1 Protocolo de purificación de ADN total de tejido de planta. (Qiagen). 
 
 
1. Homogenizar 100 mg de tejido de planta en nitrógeno líquido utilizando un mortero. 
Adicionar 400 µL de buffer AP1 y 4 µL de la solución de ARNase A (100mg/mL) a 
un máximo de 100 mg (peso húmedo) o 20 mg (peso seco) de tejido de planta 
homogenizado y agitar vigorosamente. 
2. Incubar la mezcla por 10 min a 65°C. Mezclar por inversión 2 ó 3 veces durante la 
incubación. 
3. Agregar 130 µL  de buffer AP2 al lisado, mezclar e incubar por 5 min en hielo. 
4. Recomendado: Centrifugar el lisado por 5 min a 20,000 x g (14,000 rpm). 
5. Pipetear el lisado en la columna QIAshredder  Mini spin (lila), colocada en  un tubo 
de colección de 2 mL y centrifugar por 2 min a 20,000 x g (14,000 rpm). 
6. Transferir la fracción que pasó por la columna del paso 5 en un nuevo tubo, sin 
disturbar el sedimento de restos celulares. 
7. Agregar 1.5 volúmenes de buffer  AP3/E al lisado aclarado y mezclar por pipeteo.   
8. Pipetear 650 µL de la mezcla de paso 7, incluyendo cualquier precipitado que se 
pueda haber formado en la columna DNeasy Mini spin column, colocando en un 
tubo de colección de 2 ml. Centrifugar por 1 min a 6,000 x g (corresponde a 8,000 
rpm para la mayoría  de las microcentrifugas), y descartar el líquido. Reutilizar el 
tubo de colección en el paso 9. 
9. Repetir el paso 8 con la muestra restante. Desechar el líquido que atraviesa la 
membrana  y el tubo de colección.   
10. Colocar la columna DNeasy Mini spin en un nuevo tubo de colección de 2 ml, 
agregar 500 µL de buffer AW y centrifugar por 1 min a 6000 x g (8,000 rpm). 
Descartar el  líquido que atraviesa la membrana y reutilizar el tubo de colección en 
el paso 12. 
11. Adicionar 500 µL de buffer AW a la columna DNeasy Mini spin y centrifugar por 2 
min a 20,000 x g (14,000 rpm) para secar la membrana. 
12. Transferir la columna DNeasy Mini spin a un tubo de microcentrífuga de 2 mL y 
pipetear 40 µL de Agua bi-destilada directamente en la membrana de DNeasy.  
Incubar por 5 min a  temperatura ambiente (15-25°C) y luego centrifugar por 1 min  
a 6,000 x g (8,000 rpm) para eluir.  
13. Repetir el paso 12 una vez.   
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6.2 Protocolo de extracción convencional de ADN de Spongospora subterranea 
a partir de raíz (agallas) y tubérculo. (*Doyle y Doyle, 1987). 
 
 
Previo a dar inicio a al procedimiento se debe asegurar de contar con: 
 Nitrógeno líquido. 
 Baño María a 65°C. 
 Enfriar morteros a -20°C. 
 Preparar solución de hipoclorito de sodio al 2%. 
 Preparar el volumen de buffer CTAB+ β-Mercaptoetanol correspondiente al 
número de muestras. 
 Desinfestar las muestras con hipoclorito y agua destilada durante 1 min. 
 
1. Tomar la raíz previamente desinfestada, macerarla en nitrógeno líquido y pasarla a 
un tubo eppendorf de 2 mL, hasta completar un volumen de 400-500 µL. 
2. Adicionar 500 µL de buffer de extracción (CTAB) y 1% de β-Mercaptoetanol (5 
µL), previamente preparado.  
Mezclar por inversión. 
3. Incubar los tubos a 65°C por 30 min. Durante este tiempo hacer inversión de los 
tubos cada 5 min. 
4. Adicionar 250 µL de fenol y 250 µL de cloroformo: alcohol isoamílico (24:1). 
Mezclar por inversión.  
5. Centrifugar a 13,000 rpm (18,500 x g) por 10 min. 
6. Pasar el sobrenadante (aproximadamente 400 µL) a tubos nuevos de 2 mL. 
7. Adicionar un volumen de cloroformo: alcohol isoamílico (respecto al sobrenadante). 
Mezclar por inversión y centrifugar a 13,000 rpm (18,500 x g) por 5 min.  
8. Pasar el sobrenadante (aproximadamente 400 µL) a tubos nuevos de 2 mL y repetir 
el paso 7. 
9. Adicionar un volumen de isopropanol frío y 0,1 volúmenes de acetato de sodio 3M, 
invertir varias veces para precipitar el ADN. Llevar las muestras a -20°C por 60 min 
como mínimo o durante toda la noche. Periodos más largos pueden aumentar la 
producción. 
10. Centrifugar a 13,000 rpm (18,500 x g) por 15 min a temperatura ambiente. 
11. Descartar el sobrenadante invirtiendo rápida y suavemente los tubos y adicionar 200 
µL de etanol frío al 70%. Centrifugar a 13,000 rpm (18,500 x g) por 2 min. 
12. Descartar el sobrenadante por inversión y secar el pellet a temperatura ambiente 
invirtiendo los tubos sobre papel absorbente. 
13. Resuspender el pellet en 50 µL de agua ultrapura estéril. 
14. Adicionar 4 µL de ARNasa a cada muestra e incubar en el baño María a 37°C 
durante mínimo 2 horas o durante toda la noche. 
 
*Doyle JJ, Doyle JL. 1987. A rapid DNA isolation procedure for small quantities of fresh 
 leaf tissue. Phytochem Bull. 19:11-15. 
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6.3 Protocolo: Purificación de ARN total de células y tejidos de plantas y 
hongos filamentosos. (Qiagen). 
 
1. Determinar la cantidad de material de planta. No usar más de 100 mg. 
2. Colocar inmediatamente el tejido pesado en nitrógeno líquido. Macerar bien en 
un mortero. Pasar el tejido en polvo a un tubo de microcentrífuga de 2 mL, 
manteniendo los tubos en nitrógeno líquido. Éste se puede evaporar pero no se 
debe permitir que el tejido se descongele. Proceder inmediatamente al paso 3. 
3. Adicionar 450 µL de buffer RLC a un máximo de 100 mg de tejido en polvo. 
Hacer vortex vigorosamente. Nota: Asegurar que el B-mercaptoetanol (β-ME) 
haya sido agregado al buffer RLC antes de su uso (10 µL de β-ME/1 mL de 
buffer RLC). 
4. Transferir el lisado a la columna QIAshredder  spin (lila), colocada en un tubo 
de colección de 2 mL y centrifugar por 2 min a máxima velocidad (13,000 rpm 
ó 18,500 x g). Transferir cuidadosamente el sobrenadante que pasó por la 
columna a un nuevo tubo de microcentrífuga, sin disturbar el sedimento de 
restos celulares en el tubo de colección. Usar sólo el sobrenadante en los pasos 
siguientes. 
5. Adicionar 0.5 volúmenes de etanol (96%-100%) al lisado aclarado y mezclar 
por pipeteo inmediatamente. No centrifugar. Proceder inmediatamente al paso 6. 
6. Transferir la muestra (usualmente 650 µL), incluyendo cualquier precipitado 
que se haya formado, a una columna RNeasy spin (rosada) colocada en un tubo 
de colección de 2 mL (suministrado). Cerrar suavemente la tapa y centrifugar 
por 15s a 8,000 x g (10,000 rpm). Descartar el líquido que pasó por la 
membrana. Reutilizar el tubo de colección en el paso 7. 
7. Adicionar 700 µL de buffer RW1 a la columna RNeasy spin. Cerrar suavemente 
la tapa y centrifugar por 15s a 8,000 x g (10,000 rpm). Descartar el líquido que 
pasó por la membrana. Reutilizar el tubo de colección en el paso 8. 
8. Adicionar 500 µL de buffer RPE a la columna RNeasy spin. Cerrar suavemente 
la tapa y centrifugar por 15s a 8,000 x g (10,000 rpm). Descartar el líquido que 
pasó por la membrana. Reutilizar el tubo en el paso 8. Nota: Asegurar que el 
buffer RPE tenga adicionado el etanol antes de su uso. 
9. Adicionar 500 µL de buffer RPE a la columna RNeasy spin. Cerrar suavemente 
la tapa y centrifugar por 2 min a 8,000 x g (10,000 rpm) para lavar la membrana 
de la columna. 
10. Opcional: Colocar la columna RNeasy spin en un nuevo tubo de colección de 2 
mL (suministrado) y descartar el tubo anterior con el líquido. Cerrar suavemente 
la tapa y centrifugar a velocidad máxima por 1 min (13,000 rpm ó 18,500 x g).  
11. Colocar la columna RNeasy spin en un nuevo tubo de colección de 1,5 mL 
(suministrado). Adicionar 20 µL de agua tratada con DEPC (Dietil 
pirocarbonato, Qiagen) directamente a la membrana de la columna. Cerrar 
suavemente la tapa y centrifugar por 1 min a 8,000 x g (10,000 rpm) para eluir 
el ARN. 
12. Repetir el paso 11. 
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6.4 Protocolo de digestión PCR-RFLPs 
 
1. Preparar la mezcla de la reacción: 
 
 
Componente  
Volumen del componente 
para 15 µL de mezcla 
Producto de PCR  8 μl 
Buffer de la enzima 1  (1X)  1, 5 μl 
Buffer de la enzima 2  (1X)  1, 5 μl 
Enzima de restricción 1 2 μl 
Enzima de restricción 2 2 μl 
Volumen total  15 μl 
 
2. Incubar las muestras al baño María a 37°C por 12 h-24 h. 
3. Ralizar el análisis en gel de agarosa al 2.5%. 
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6.5 Protocolo de Retrotranscripción con la enzima Transcriptasa Reversa RT M-
MuLV para muestras de ARN 
 
1. Preparar la mezcla de la reacción: 
 
Componente  
Concentración 
final 
Volumen del componente 
para 20 µL de mezcla 
Agua bi-destilada   0,5 µL 
PBST (0,5%) 0,04% 1,5 µL 
Buffer RT M-MuLV 5X 1X 4 µL 
MgCl2 25 mM  5 mM 4 µL 
dNTPs 10 mM 1 mM 2 µL 
Primer específico R 10  µM 1  µM 2 µL 
Inhibidor de ARNasa 40 U/µL   0,5 µL 
Retro-transcriptasa M-MuLV 20 U/µL   0,5 µL 
ARN   5 µL 
 Volumen total    20 µL 
 
2. Mezclar y centrifugar suavemente. 
3. Incubar el tubo de PCR a 50°C por 30 min, terminar la reacción por 
calentamiento a 85°C durante 5 min en el termociclador. 
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6.6 Protocolo de Retrotranscripción con la enzima Transcriptasa Reversa 
Maxima® para muestras de ARN 
 
1. Preparar la mezcla de la reacción: 
 
Componente  
Concentración 
final 
Volumen del 
componente para 20 µL 
de mezcla 
Agua bi-destilada   9,5 µL 
Buffer RT Máxima 5X 1X 4 µL 
dNTPs 10 mM 0,5 mM 1 µL 
Primer específico R 10  µM 0,5  µM 1 µL 
Inhibidor de ARNasa 40 U/µL   0,5 µL 
Retro-transcriptasa Maxima® 200 U/µL   1 µL 
ARN   3 µL 
 Volumen total    20 µL 
 
2. Mezclar y centrifugar suavemente. 
3. Incubar el tubo de PCR a 50°C por 30 min, terminar la reacción por 
calentamiento a 85°C durante 5 min en el termociclador. 
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6.7 Protocolo para PCR de Sss con la enzima Taq Polimerasa 
 
1. Se mezcla suavemente y se centrifugan brevemente todas las soluciones después de 
descongelar. 
2. Preparar la mezcla de la reacción:  
 
Componente  
Concentración 
final 
Volumen del 
componente para 25 µL 
de mezcla 
Agua bi-destilada   14,6 µL 
Buffer Taq 10X  (NH4)2 SO4 1X 2,5 µL 
dNTPs 2.5 mM 0,2 mM 2 µL 
Primer F  10  µM 0,5 µM 1,25 µL 
Primer R  10 µM 5 µM 1,25 µL 
BSA 20 mg/mL 0,16 mg/mL 0,2 µL 
ADN Taq Polimerasa 5U/µL  0,4 µL 
MgCl2 25 mM 1,8 mM 1,8 µL 
ADN Molde  1µL 
 Volumen total    25 µL 
 
3. Realizar un vortex suave y centrifugar brevemente la muestra para colectar las gotas 
de las paredes del tubo. 
4. Colocar las muestras en el termociclador e iniciar la PCR: 
 
 
Condiciones del ciclo de la PCR para Sss 
 
Paso 
Temperatura 
(°C) 
Tiempo Ciclos 
1. Desnaturalización 
inicial  98 3 min   
2. Desnaturalización  94 30 s   
3. Anillamiento 55 45 s  
4. Extensión 72 1 min 
volver al 
paso 3, 40 
veces 
5. Extensión final 72 10 min   
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6.8 Protocolo para PCR de PMTV con la enzima Taq Polimerasa 
 
1. Se mezcla suavemente y se centrifugan brevemente todas las soluciones después del 
descongelamiento. 
2. Preparar la mezcla de la reacción:  
 
Componente  
Concentración 
final 
Volumen del 
componente para 25 
µL de mezcla 
Agua bi-destilada   15,8 µL 
Buffer Taq 10X  (NH4)2 SO4 1X 2,5 µL 
dNTPs 10 mM 0,2 mM 0,5 µL 
Primer F 10  µM 2 µM 0,5 µL 
Primer R 10 µM 2 µM 0,5 µL 
BSA 20 mg/mL 0,16 mg/mL 0,2 µL 
ADN Taq Polimerasa 5U/µL  0,2 µL 
MgCl2 25 mM  1,8 mM 1,8 µL 
ADN copia  3 µL 
 Volumen total   25 µL 
 
3. Realizar un vortex suave y centrifugar brevemente la muestra para colectar las gotas 
de las paredes del tubo. 
4. Colocar las muestras en el termociclador e iniciar la PCR: 
 
Paso 
Temperatura 
(°C) 
Tiempo Ciclos 
1. Desnaturalización 
inicial  98 3 min   
2. Desnaturalización  94 30 s   
3. Anillamiento 53 45 s  
4. Extensión 72 1 min 
volver al 
paso 3, 40 
veces 
5. Extensión final 72 10 min   
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7. CONCLUSIONES GENERALES 
En este estudio se encontró que las poblaciones Colombianas de Spongospora subterranea 
f. sp. subterranea (Sss) presentan una estructura básica consistente en tres tipos genéticos 
(I, II y III). El subgrupo III difiere de los reportados mundialmente como Tipo I y Tipo II, 
en 5% y 2%, respectivamente. El Tipo III, presentó la mayor proporción de aislamientos de 
Sss en este estudio, con cepas de diferentes departamentos, hospedantes y tejidos 
sintomáticos, mientras que el Tipo I no fue encontrado en muestras procedentes de agallas 
de raíz. Es necesario evaluar el significado biológico de estas variantes de Sss bajo las 
condiciones agroecológicas de las regiones cultivadoras de papa en Colombia, así como su 
epidemiología y capacidad para la transmisión de PMTV. 
 
Los análisis de RFLPs de regiones ITS del ADNr de Sss, demostraron polimorfismos en los 
sitios de corte de las enzimas Hin6I y Bsp143I. Se confirmó que la digestión con la enzima 
Hin6I, diferenció los aislamientos de los Tipos I y II de aquellos del Tipo III, mientras que 
el corte con la enzima Bsp143I, separó a los miembros de los Tipos I y II, permitiendo 
separar los tres principales grupos definidos por el análisis filogenético de Sss. Los 
resultados obtenidos sugieren la viabilidad de plantear un método de diagnóstico que 
permita identificar los principales genotipos del patógeno en el país y de esta forma apoyar 
los programas de mejoramiento genético, vigilancia cuarentenaria y certificación de 
tubérculo-semilla. 
 
El análisis filogenético para el gen CP de PMTV permitió separar dos grupos de 
aislamientos del virus. El primer clado agrupó todas las secuencias de referencia mundial 
con 19 de los aislamientos Colombianos obtenidos en este estudio que presentaron niveles 
de identidad superiores al 99%. El segundo clado presentó exclusivamente secuencias de 
cepas Colombianas, incluyendo dos de las reportadas en investigaciones previas y seis 
obtenidas en el presente estudio, con niveles de variación del 11 al 13% y con una identidad 
de tan solo 76%, con respecto a los miembros del primer clado. Estos resultados confirman 
la presencia de una variante viral de PMTV en Colombia que no ha sido registrada en otros 
Osorio, 2012. 
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lugares del mundo. Es necesario estudiar el efecto de ambos genotipos virales sobre la 
producción y calidad del tubérculo semilla de papa en Colombia, de manera que se generen 
tecnologías para la detección de PMTV en los programas de certificación de semilla y de 
mejoramiento genético de papa que se adelantan en el país. 
 
En el análisis de las regiones parciales de CP y CP-RT del ARN2 y TGB del ARN3 de 
PMTV sensu stricto, se encontraron niveles muy altos de identidad en las tres regiones 
estudiadas, siendo la CP la más uniforme. Para TGB se encontró que todos los aislamientos 
compartieron un 99,9% de identidad en nt y aa. Así mismo los análisis filogenéticos para el 
ARN 2 y ARN 3 de aislamientos Europeos y Colombianos, demostraron que los niveles de 
identidad entre ambos grupos fueron muy altos: >97,5% para ARN 2 y >96,7% para el 
ARN 3. Estos bajos niveles de variación, permiten inferir que este virus se encuentra bajo 
fuertes presiones de selección determinadas presumiblemente por las propias características 
de su genoma, el estrecho rango de hospedantes y su transmisión persistente y específica 
por parte de su vector Sss. Sin embargo, a pesar de los altos valores de uniformidad general 
encontrados, la presencia de inserciones de hasta 12 nt (4 aa) en las secuencias de CP de los 
aislamientos colombianos de PMTV, resulta interesante para el desarrollo de 
investigaciones que permitan determinar si se trata de adaptaciones del genoma viral a las 
variedades nativas de papa que se cultivan en nuestro país o a las características propias de 
las poblaciones de Sss en las regiones Andinas. 
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